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Karies ist eine der häufigsten Infektionskrankheiten in Deutschland. Fast jeder Mensch er-
krankt mindestens einmal in seinem Leben an Karies. Es ist bekannt, dass spezifische orale 
Biofilme hierfür verantwortlich sind [PIHLSTROM et al., 2005; SELWITZ et al., 2007]. Ein 
wichtiger Schritt in der Entstehung der Karies ist die Besiedelung der Zahnhartsubstanzen und 
der restaurativen Materialien mit oralen Bakterien. Die Bakterien binden dabei nicht direkt an 
der Oberfläche von Zahnhartsubstanzen bzw. Restaurationen, sondern an das Pellikel 
[HAHNEL et al., 2008]. Dies ist eine 0,1 bis 1 µm dünne Schicht [GARCÍA-GODOY et al., 
2008] aus adsorbierten Proteinen, verschiedenen Enzymen, Glykoproteinen und Makromole-
külen [HANNIG et al., 2005; HANNIG et al., 2006]. Das Pellikel bildet sich innerhalb weni-
ger Minuten und beeinflusst die Adhäsion oraler Bakterien. Es zeigen sich jedoch material-
spezifische Unterschiede in der Pellikelbildung und anschließender Bakterienadhäsion. Wäh-
rend Keramiken nur in geringem Umfang mikrobiell besiedelt werden, zeigen Komposite eine 
erhöhte Tendenz zur Ausbildung eines dentalen Biofilms [EICK et al., 2004; ROSENTRITT 
et al., 2008; ZALKIND et al., 1998]. Als Folge kann man am Rand von Kompositfüllungen 
vermehrt Sekundärkaries und gingivale Entzündungen beobachten [FRIEDL et al., 1995]. 
Aufgrund dieser Tatsache wäre es wünschenswert, einen Komposit zu entwickeln, der eine 
reduzierte Plaquebildung aufweist. Zahlreiche Studien bestätigen eine Abhängigkeit der bak-
teriellen Adhäsion von der Oberflächenrauigkeit [AN et al., 1998; QUIRYNEN et al., 1995; 
SARDIN et al., 2004; TEUGHELS et al., 2006]. Dieser Einfluss kann allerdings durch Politur 
beseitigt werden [KAWAI et al., 2001]. Daher steht verstärkt die Zusammensetzung der Ma-
terialien im Fokus der Untersuchungen. Füllkörper sind ein wichtiger Bestandteil von Kom-
positen. Diese Füllkörper weisen eine immer kleinere Größe auf, was eine bessere Polierbar-
keit gewährleistet, sowie sehr hohe Füllkörperanteile realisieren lässt. Daraus resultieren gute 
ästhetische Eigenschaften, ohne die mechanischen Eigenschaften zu reduzieren 
[MASOURAS et al., 2008]. Ziel der vorliegenden Arbeit ist es, die Einflüsse verschiedener 
Füllkörper in Kompositmaterialien auf die initiale Adhäsion von Bakterien zu untersuchen 











Speichel wird von den drei großen paarigen Speicheldrüsen Glandula parotis, Glandula sub-
mandibularis und Glandula sublingualis produziert [MESE et al., 2007; MURER et al., 2005; 
PEDERSEN et al., 2002]. Zusammen mit zahlreichen kleineren Drüsen, die sich multilokulär 
in der Mundhöhle befinden, produzieren sie etwa 0,6 bis 1,5 l Speichel am Tag (durchschnitt-
lich 0,3 ml/min), der auch als Ruhespeichel bezeichnet wird [EDGAR, 1990; HOLSINGER et 
al., 2007; MESE et al., 2007; HUMPHREY et al., 2001; VAUPEL, 2007]. Etwa 90% des Ge-
samtspeichels produzieren die großen Drüsen [MESE et al., 2007; PEDERSEN et al., 2002]. 
Die Glandula parotis ist eine rein seröse Drüse und sezerniert Wasser, Elektrolyte und Gly-
koproteine. Die Glandula submandibularis als überwiegend seröse und die Glandula sublin-
gualis als überwiegend muköse Drüse, sezernieren neben Wasser, Elektrolyten und Glykopro-
teinen auch saccharidreiche Glykoproteine [HICK et al., 2002; VAUPEL, 2007]. In Ruhe 
produziert die Glandula submandibularis 70% des Speichels, die Glandula parotis 25% und 
die Glandula sublingualis 5%. Unter Stimulation erhöht sich die Menge der Glandula parotis 
auf 38%, die Menge der Glandula submandibularis und Glandula sublingualis nehmen auf 
60% bzw. 2% ab [VAUPEL, 2007]. Der stimulierte Speichel wird unter anderem durch Kau-
en oder Reizung der Geschmacks- und Sinnesnerven sezerniert [VAUPEL, 2007]. Die Menge 
des unter Stimulation sezernierten Speichels kann bis maximal 7 ml/min erhöht werden und 
macht etwa 80 bis 90% der täglichen Speichelproduktion aus [AXELSSON, 2000; EDGAR, 
1990; EDGAR, 1992; EDAGR et al., 2004; HUMPHREY et al., 2001]. Eine Aktivierung des 
Parasympathikus bewirkt über M3-Rezeptoren in allen Drüsen einen erheblichen Anstieg der 
Sekretion eines dünnflüssigen, glykoproteinarmen Speichels. Eine Erregung des Sympathikus 
löst dagegen, durch Stimulation der Glandula sublingualis, die Sekretion geringer Mengen 
eines viskösen, Muzin-, K
+
- und HCO3-reichen Speichels aus [SMITH et al., 1998; VAUPEL, 
2007]. In Ruhe liegt der pH-Wert des Speichels zwischen 6,5 und 6,9. Bei Stimulation steigt 
der pH-Wert auf 7,0 bis 7,2 an [AXLESSON, 2000; VAUPEL, 2007] und fällt bei verminder-
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Der Gesamtspeichel besteht zu 99% aus Wasser [HUMPHREY et al., 2001; VAUPEL, 2007]. 
Die restlichen Bestandteile bilden anorganische und organische Komponenten, deren Zusam-
mensetzung individuell, wie auch bei verschiedenen Sekretionsraten, starken Schwankungen 
unterworfen ist [HOLSINGER et al., 2007; VAUPEL, 2007]. Bei Passage der Ausführungs-
gänge wird der primär plasmaisotone, in den Drüsen produzierte Speichel, durch Sezernie-
rungs- und Resorptionsvorgänge, weiter in einen hypotonen Mundspeichel modifiziert [ED-
GAR et al., 2004; HOLSINGER et al., 2007; HUMPHREY et al., 2001; MURER et al., 2005; 
TURNER et al., 2002; VAUPEL, 2007]. Die wichtigsten anorganischen Bestandteile sind die 
Elektrolyte Natrium, Kalium, Kalzium, Phosphat, Chlorid, Magnesium und Hydrogencarbo-
nat. Des Weiteren finden sich Ionen von Kupfer, Fluor, Jod und Ammonium [BUDDECKE, 
1981; VAUPEL, 2007]. Zu den organischen Bestandteilen zählen nieder- und hochmolekulare 
Komponenten. Bei den niedermolekularen Bestandteilen findet man Harnstoff, Harnsäure, 
Lactat, Citrat, Glucose, sowie einige reduzierende Substanzen [EDGAR, 1992; HUMPHREY 
et al., 2001; BUDDECKE, 1981]. Der größte Teil der organischen Komponenten sind Mak-
romoleküle wie Muzine, Glykoproteine, Haptocorrine, prolinreiche Proteine, Lipasen, sowie 
α-Amylase, Lysozym, Laktoferrin und sekretorisches Immunglobulin A (IgA) [HOLSINGER 




Die Eigenschaften des Speichels und seiner enthaltenen Komponenten, sind multifunktionell, 
redundant und amphifunktionell [LEVINE et al., 1993]. Durch den Speichel wird die Nah-
rung gleitfähig gemacht, die Geschmackswahrnehmung gefördert, der Mund feucht gehalten 
und das Sprechen erleichtert [HOLSINGER et al., 2007; MESE et al., 2007; MURER et al., 
2005; PEDERSEN et al., 2002; VAUPEL, 2007]. Der Speichel hat eine reinigende [DE AL-
MEIDA et al., 2008] und durch seinen Gehalt an Lysozym, Laktoferrin, prolinreichen Protei-
nen und sekretorischem IgA eine antibakterielle bzw. antivirale Wirkung [PEDERSEN et al., 
2 Literaturübersicht 
7 
2002; VAUPEL, 2007]. Durch eine dynamische Konzentration an freien Calcium-, Phosphat- 
und Fluoridionen, kommt es durch Re- bzw. Demineralisation zu einer Kontrolle der Stabilität 
des im Schmelz enthaltenen Hydroxylapatits [AXELSSON, 2000]. Zudem ist eine Stabilität 
des pH-Werts in der Mundhöhle notwendig, was durch spezifische Puffersysteme von Bicar-
bonat, Phosphat und Harnstoff, sowie durch Proteine erreicht wird [AXELSSON, 2000; DE 
ALMEIDA et al., 2008; HUMPHREY et al., 2001]. Durch Amylasen, Proteasen und Lipasen 
kommt es zur Andauung der Nahrung und zur Bolusbildung [HOLSINGER et al., 2007; 
HUMPHREY et al., 2001; MURER et al., 2005; NAGLER et al., 2004; PEDERSEN et al., 





Das Pellikel bildet sich innerhalb von Minuten [HANNIG, 1999; VACCA-SMITH et al., 
2000]. Somit ist das Pellikel der erste Belag auf der Zahnhartsubstanz bzw. den restaurativen 
Oberflächen und frei von Bakterien [LENDENMANN et al., 2000; HANNIG et al., 2007]. 
Die Dicke des Pellikels beträgt nur 0,1 bis 1 µm [GARCÍA-GODOY et al., 2008]. Die Ad-
sorption von Proteinen ist hoch selektiv, da nur ein Teil der im Speichel vorkommenden Pro-
teine im Pellikel gefunden wird [HANNIG et al., 2009; HANNIG et al., 2006; YAO et al., 
2003]. So konnte gezeigt werden, dass die Zusammensetzung der Aminosäuren des frühen 
Pellikels sich von der des Speichels unterscheidet [TEUGHELS et al., 2006]. Dieser Vorgang 
ist das Ergebnis einer Vielzahl verschiedener Interaktionen, die zeitgleich zwischen den ein-
zelnen Komponenten (Speichel, im Speichel gelöste Proteine und Festkörper) auftreten und 
mit unterschiedlicher Kinetik ablaufen [LAMKIN et al., 1996]. Die ersten adsorbierenden 
Proteine sind Phosphoproteine (z. B. Statherin, Histatin und prolinreiche Proteine), die eine 
hohe Affinität zu Hydroxylapatit aufweisen [HANNIG et al., 2006; LINDH et al., 2002]. An-
schließend kommt es zur Anlagerung weiterer Biomoleküle, bis die Pellikelbildung ein Pla-
teau erreicht [SKJØRLAND et al., 1995]. Für das schnelle Wachstum des Pellikels innerhalb 
von 30 bis   90 min ist vor allem die Aggregation der einzelnen Proteine verantwortlich 
[RØLLA, et al., 1994; RYKKE et al., 1995; VITKOV et al., 2004]. Bei den wirkenden Kräf-
ten kann man zwischen Kräften mit großer Reichweite von 50 bis 100 nm (van der Waals-
Kräfte, Coulomb-Kräfte), mittlerer Reichweite von 10 bis 50 nm (hydrophobe Wechselwir-
kungen) und kurzer Reichweite von etwa 5 nm (elektrostatische, ionische und Säure-Base 
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Wechselwirkungen, kovalente Bindungen und Wasserstoffbrückenbindungen) unterscheiden 
[VAN OSS et al., 2003]. Als wichtigste, nicht-kovalente Bindungen werden Säure-Base 
Wechselwirkungen und Elektronenakzeptor/Elektronendonor Wechselwirkungen beschrieben 
[VAN OSS et al., 2003]. Nach der ersten Adhäsion, ist die Adsorption von Proteinen durch 
eine Umorientierung und strukturelle Neuordnung charakterisiert, woraus sich Änderungen 
der Konformation ergeben [GRAY, 2004]. Durch die Konformationsänderung der Moleküle 
kommt es zur Freilegung weiterer Rezeptoren, die von Bakterien erkannt werden können 
[TEUGHELS et al., 2006]. Die geladenen Gruppen verteilen sich anhand ihrer Polarität auf 
der Materialoberfläche, was zu einer negativ geladenen Oberfläche führt, die ein hydrophobes 
Inneres umhüllt [NORDE, 1995; RØLLA, et al., 1994; RYKKE et al., 1995]. Dadurch kommt 
es zur Verdrängung von Wasser, was sich in einer Zunahme der Entropie zeigt und die trei-
bende Kraft der Pellikelbildung ist [HANNIG et al., 2006; VASSILAKOS et al., 1993]. Die 
Umverteilung der geladenen Proteine wird reguliert durch den pH-Wert der umgebenden 
Flüssigkeit, den isoelektrischen Punkt und niedermolekulare Ionen [HANNIG, 2008]. Durch 
die adsorbierten Proteine werden die Eigenschaften der Oberfläche verändert. Es kommt zu 
einer Maskierung der Unterschiede der freien Oberflächenenergie und dadurch zu einer Ände-
rung der Voraussetzungen für die bakterielle Adhäsion [SATOU et al., 1991]. Von einigen 
Autoren wird auch berichtet, dass der Einfluss der eigentlichen Oberflächeneigenschaften, 
trotz Bedeckung mit Pellikel, nicht vollständig beseitigt wird („shine-through effect“) [AB-
BOTT et al., 1983; GOOBES et al., 2008; MÜLLER et al., 2007; PRATT-TERPSTRA et al., 




Das Pellikel besteht aus adsorbierten Proteinen, verschiedenen Enzymen, Glykoproteinen und 
Makromolekülen [HANNIG et al., 2005; HANNIG et al., 2006; LENDENMANN et al., 
2000; LI et al., 2004]. Unter den Proteinen finden sich Phosphoproteine, saure prolinreiche 
Proteine, Glykoproteine und Muzine. Des Weiteren finden sich Plasmaproteine, Immunglobu-
line (IgA, IgG, IgM), Blutgruppensubstanzen (Laktoferrin, Transferrin, Fibrinogen, Albumin) 
und Enzyme (α-Amylase, Lysozym, Laktoperoxidase) [AL-HASHIMI et al., 1989; DEIM-
LING et al., 2007; HANNIG et al., 2005; HANNIG et al., 2006; HANNIG et al., 2007; LI et 
al., 2003; YAO et al., 2003]. Kohlenhydrate im Pellikel sind Glucose, Mannose, Fucose, 
Galactose, Glucosamin und Galactosamin [MAYHALL et al., 1976; SÖNJU et al., 1975]. Als 
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Lipide sind vor allem freie Fettsäuren, Cholesterin, Cholesterinester, Sphingomyelin und 
Phosphatidylethanolamin zu finden [SLOMIANY et al., 1986]. Auch Aminosäuren wie Ala-
nin, Glycin, Serin, Prolin, Asparaginsäure und Glutaminsäure zählen zu den Bestandteilen des 




Die Funktion des Pellikels ist ambivalent. Zum Einen bildet es eine Schutzbarriere und einen 
Puffer als eine Art Schmierschicht bei abrasiven Vorgängen, wie z. B. Kauen [HANNIG et 
al., 2007; HANNIG et al., 2004; HANNIG et al., 2006; LENDENMANN et al., 2000]. Weite-
ren Schutz bieten die antibakteriellen Proteine Laktoferrin, Cystatin und Lysozym [DEIM-
LING et al., 2007; HANNIG et al., 2005; HANNIG et al., 2006; HANNIG et al., 2007; 
VACCA-SMITH et al., 2000], sowie IgA [CARLÉN et al., 1998; CARLÉN et al., 2003; 
DEIMLING et al., 2007; LI et al., 2004]. Durch die Bedeckung des Zahnes mit einem Pellikel 
wird der Schmelz vor Demineralisation geschützt und bietet eine Möglichkeit zur posterupti-
ven Schmelzreifung [GARCÍA-GODOY et al., 2008]. Dabei unterstützen gebundene Proteine 
wie Statherin und prolinreiche Glykoproteine eine Übersättigung der flüssigen Phase des Pel-
likels mit Calcium- und Phosphationen [GARCÍA-GODOY et al., 2008]. Andererseits weist 
das Pellikel Eigenschaften auf, die die bakterielle Adhäsion erleichtern. Einige Pellikel-
komponenten, wie α-Amylase, prolinreiche Proteine, Mucin MG2, Fibrinogen und Lysozym 
dienen als spezifische Rezeptoren für Bakterien [DOUGLAS, 1994; HANNIG et al., 2006; 
HANNIG et al. 2007; ROGERS et al., 1998]. Es wird auch berichtet, dass der homogenisie-
renden Effekt des Pellikels auf die Eigenschaften der Materialoberfläche, zu einer reduzierten 
Anlagerung von Bakterien führt [AHN et al., 2002; EDGERTON et al., 1996; MÜLLER et 





2.1.3 Bakterielle Adhäsion (Plaquebildung) 
 
Damit Bakterien in der Mundhöhle proliferieren und überleben können, ist, aufgrund der  
hydrodynamischen Bedingungen des oralen Milieus, eine irreversible Adhäsion auf der Zahn-
oberfläche nötig [BRADSHAW et al., 2001; THEUGELS et al., 2006]. Dabei sind adhärierte 
Bakterien ablösenden Kräften durch Schlucken, Scherkräften durch Nahrung, Zunge, Mund-
hygiene, sowie dem Fluss von Speichel und Sulkusflüssigkeit ausgesetzt [DIAZ et al., 2006; 
KATSIKOGIANNI et al., 2004; TEUGHELS et al., 2006]. Stellen mit reduziertem Einfluss 
dieser Kräfte, an denen sich bevorzugt Bakterien anlagern, sind z. B. Oberflächenrauigkeiten 
und Fissuren [CARLÉN et al., 2001; MORGAN et al., 2001; MÜLLER et al., 2007; NYVAD 
et al., 1987; QUIRYNEN et al., 1995; TANNER et al., 2003]. Die Adhäsion von pellikelbe-
schichteten Bakterien an pellikelbeschichteten Oberflächen erfolgt über spezifische extrazel-
luläre, proteinartige Komponenten (Adhesine) auf der Oberfläche der Mikroorganismen und 
komplementären Rezeptoren (Proteine, Glykoproteine oder Polysaccaride) auf der Substrat-
oberfläche (z. B. Pellikel) [TEUGHELS et al., 2006]. Bei der Bildung eines Biofilms können 
vier Stadien unterschieden werden (Abb. 2.1) [BOS et al., 1999; BUSSCHER et al., 1990; 
SCHEIE et al., 1994]: 
 
1. Transport der Mikroorganismen zur Materialoberfläche 
2. Initiale Adhäsion 





Abbildung 2.1: Schematische Darstellung der Bildung einer dentalen Plaque als vierstufiger Prozess [aus 
TEUGHELS et al., 2006] 
 
2.1.3.1 Transport der Mikroorganismen zur Materialoberfläche 
 
Der Transport der Bakterien zur Oberfläche kann über passive Kräfte, wie Brown'sche Be-
wegung (ca. 40 µm/h), Speichelfluss und Sedimentation der Bakterien in der Lösung oder 




2.1.3.2 Initiale Adhäsion 
 
Die initiale Adhäsion von Bakterien ist ein essentieller Schritt bei der Bildung des oralen Bio-
films und beeinflusst die Zusammensetzung der ausgereiften Plaque [KOLENBRANDER et 
al., 2000]. Charakterisiert wird die initiale Adhäsion durch schwache, reversible Bindungen, 
die durch Kräfte mit langer und kurzer Reichweite vermittelt werden (Abb. 2.2) [MARSH et 
al., 1995; MARSH et al., 1999; TEUGHELS et al., 2006]. Dabei auftretende Kräfte können 
anziehend (van der Waals-Kräfte, hydrophobe Wechselwirkungen, Wasserstoff- und Kalzi-
umbrückenbindungen), abstoßend (elektrostatische Wechselwirkungen) oder beides (Säure-
Base Wechselwirkungen) sein [TEUGHELS et al., 2006].  
 
 
Abbildung 2.2: Schematische Darstellung der initialen bakteriellen Adhäsion auf einer pellikelbeschichteten 




Zum Einen wird davon ausgegangen, dass die Bakterien, dem thermodynamischen Gesetz 
folgend, an der Oberfläche haften. Dabei kommt es durch Ausschluss von Wasser zu einer 
Minimierung der Energie, was zu einer spontanen Anlagerung führt [NORDE, 1995; 
TEUGHELS et al., 2006]. Ein weiterer Denkansatz ist die DLVO-Theorie (Abb. 2.3; benannt 
nach Derjaguin, Landau, Verwey und Overbeek). Sie beschreibt die Interaktion von negativ 
geladenen Bakterien mit der negativ geladenen Oberfläche eines Festkörpers in einer wässri-
gen Lösung [HANNIG et al., 2009]. Sowohl das Bakterium, als auch die Oberfläche sind von 
einer elektrischen Doppelschicht (Stern-Layer) umgeben, die sich in wässriger Lösung spon-
tan bildet. Hierbei sind zwei Kräfte von Bedeutung. Einerseits die anziehenden Lifshitz-van 
der Waals-Kräfte (GA), andererseits abstoßende elektrostatische Kräfte (GE). Bei Überlappung 
der beiden Doppelschichten kommt es zu elektrostatischen Wechselwirkungen, welche in 
einem bestimmten Abstand ein Gleichgewicht bilden [BUSSCHER et al., 1990; QUYRINEN 
et al., 1995; TEUGHELS et al., 2006].  
 
 
Abbildung 2.3: DLVO-Theorie; Interaktion von negativ geladenen Bakterien bzw. Proteinen und einer negativ 
geladenen Oberfläche [aus HANNIG et al., 2009] 
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2.1.3.3 Irreversible Bindung (Sekundäre Adhäsion) 
 
Der Übergang von initialer Adhäsion, hin zur irreversiblen Adhäsion wird durch aktive bakte-
rielle Prozesse, wie z. B. das Haften der Bakterien über ausgeschiedene extrazelluläre poly-
mere Substanzen ermöglicht [FLEMMING et al., 2007]. Es kommt zur Ausbildung spezifi-
scher Interaktionen von Mikroorganismen und Speichelproteinen [VAN DER MEI et al., 
2008]. Dabei zeigen die meisten Bakterien mehrere spezifische Adhäsionsmechanismen 
[WHITTAKER et al., 1996]. Hierzu sind spezifische Rezeptoren notwendig, da Bakterien 
unter den Bedingungen der Mundhöhle ablösenden Kräften widerstehen müssen [DIAZ et al., 
2006; TEUGHELS et al., 2006]. Als Pionierbakterien, die sich zuerst selektiv an das Pellikel 
anheften, bezeichnet man vor allem Gram-negative Kokken (Streptococcus Sanguinis, Strep-
tococcus Mitis, Streptococcus Oralis) und Aktionomyceten (Actinomyces Viscosus) [DIAZ et 
al., 2006; LI et al., 2004; WHITTAKER et al., 1996]. Neben diesen Bakterien findet man 
auch Gemella spp., Granulicatella spp., Neisserien, Prevotella spp., Rothia spp., sowie 
Veillonellen und Clostridien [KOLENBRANDER et al., 2006]. Streptokokken (insbesondere 
S. sangunis) binden an saure prolinreiche Proteine (PRP’s) und andere Rezeptoren des Pelli-
kels, wie α-Amylase oder Sialsäure [SCANNAPIECO et al., 1995; WHITTAKER et al., 
1996]. S. mutans geht spezifische Bindungen mit den im Speichel enthaltenen Muzinen ein 
[GE et al., 2004]. Actinomyces Viscosus besitzt Fimbrien, die Adhäsine enthalten und spezi-
fisch an PRP’s des Pellikels binden [GIBBONS et al., 1988; MERGENHAGEN et al., 1987]. 
Dabei erkennt Actinomyces Viscosus bestimmte Abschnitte der PRP’s, die nur im adsorbierten 
Zustand frei liegen [GIBBONS et al., 1988]. Die spezifischen Bindungen zeigen höhere Ad-
häsionskräfte als unspezifische Bindungen, da sich die Bindungen zwischen den Speichel-




Nachdem sich eine einschichtige Bakterienschicht gebildet hat, beginnt die Ausbildung des 
Biofilms. Dies geschieht durch Vermehrung der adhärierten Bakterien und der Anlagerung 
weiterer Bakterienspezies [TEUGHELS et al., 2006]. Nach etwa vier Stunden kann man ein 
gehäuftes Auftreten der Pionierbakterien beobachten [KLIMEK et al., 1999]. Ab diesem Zeit-
punkt kommt es zur Koadhäsion bzw. Koaggregation von Bakterien, einer spezifischen Haf-
tung zwischen zwei genetisch identischen bzw. genetisch unterschiedlichen Bakterienarten 
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[SCHIERHOLZ et al., 1999]. Jede neu haftende Zelle bildet mit ihrer Oberfläche eine poten-
tielle Koaggregationsbrücke zu weiteren Zellen [TEUGHELS et al., 2006]. Die Meisten der 
oral vorkommenden Bakterien zeigen untereinander Formen von Koaggregation 
[KOLENBRANDER et al., 2002]. Im Wesentlichen besitzen alle oralen Mikroorganismen 
Oberflächenmoleküle, die eine Zell-Zell-Wechselwirkung begünstigen [KOLENBRANDER 
et al., 1993]. Dies sind hochspezifische Wechselwirkungen zwischen Proteinen und Kohlen-
hydraten auf der Bakterienoberfläche, neben den weniger spezifischen hydrophoben und 
elektrostatischen Wechselwirkungen, sowie den van der Waals-Kräften, wodurch die Bakteri-
en in engen Kontakt zueinander kommen [KOLENBRANDER et al., 1989; KOLEN-
BRANDER et al., 1993; KOLENBRANDER et al., 1995]. Fusobakterien koaggregieren mit 
allen oralen Bakterien, während Veillonellen, Capnocytophagen und Prevotellen bevorzugt an 
Streptokokken und Actinomyceten binden [KOLENBRANDER et al., 1993; KOLEN-
BRANDER et al., 1995; WHITTAKER et al., 1996]. Zwischen verschiedenen Bakterien-
stämmen werden die meisten Koaggregationsvorgänge durch lektinähnliche Adhäsine vermit-
telt und können durch Laktose und andere Galaktoside gehemmt werden [KOLENBRANDER 
et al., 2006]. Tier- und in vitro Studien zeigen den Einfluss der Koaggregation auf Biofilmbil-
dung [BRADSHAW et al., 1998]. Koaggregationsvorgänge fördern die Entwicklung des Bio-
films [LI et al., 2004; DIAZ et al., 2006], da, durch die enge Lage der Bakterien, deren Kom-
munikation bei der Produktion und Erkennung von Metaboliten und Signalmolekülen erleich-
tert wird [EGLAND et al., 2004; KOLENBRANDER et al.. 2002; SURETTE et al.. 1999]. 
Nach etwa einem Tag kann man einen Bakterienrasen feststellen, der teilweise aus mehreren 
Zelllagen und Pellikelbestandteilen besteht [HELLWIG et al., 2006]. Folge der bakteriellen 
Adhäsion an das Pellikel ist die Ausbildung einer dentalen Plaque, die man als komplexen, 
aus Speichelbestandteilen, Stoffwechselprodukten von Bakterien, Nahrungsresten und Bakte-
rienzellen bestehenden Biofilm beschreiben kann [KLIMEK et al., 1999]. Es kommt zu einer 
Verschiebung der Mikroorganismen der Plaque von Kokken hin zu Aktinomyceten, so sind z. 
B. die Pionierbakterien in der ausgereiften Plaque kaum mehr zu finden. Durch den Sauer-
stoffverbrauch durch aerobe und fakultativ aerobe Bakterienarten kommt es zu einer Zunah-
me von obligat anaeroben Bakterienarten. Hierzu zählen vor allem Veillonellen, 
Corynebakterien, Fusobakterien, Stäbchen und Filamente, die in einer 7 - 14 Tage alten 
Plaque dominieren [KLIMEK et al., 1999; MARSH et al., 2003]. Die bakterielle Zusammen-
setzung der Plaque kann in der Mundhöhle an verschiedenen Stellen deutliche Unterschiede 
zeigen. Dabei finden sich in der dentalen Plaque 200 - 300 verschiedene Bakterienspezies 
[HAMILTON et al., 2000]. Bakterien liegen in der Plaque nicht als unabhängige Einheiten 
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vor, sondern fungieren als eine koordinierte, metabolisch eingebundene Gemeinschaft 
[MARSH et al., 1999; MARSH et al., 2000]. Die Plaque wird daher als vielfältige Gemein-
schaft von Mikroorganismen beschrieben. Sie findet sich auf der Zahnoberfläche als Biofilm, 
der in eine extrazelluläre Matrix von Polymeren eingebettet ist und nicht mehr durch die 
Selbstreinigungskräfte der Mundhöhle entfernt werden kann [MARSH et al., 2004]. Dabei 
verhält sich die dentale Plaque wie ein klassischer Biofilm [MARSH et al., 2004; 
SOCRANSKY et al., 2002]. 
 
2.2 Physikalisch-chemische Faktoren der bakteriellen Adhäsion 
2.2.1 Freie Oberflächenenergie (surface free energy, SFE) 
 
Die freie Oberflächenenergie (SFE) ist ein physikalischer Wert und wird in der Einheit 
mJ/cm
2
 angegeben. Sie beschreibt die gesamte Energie auf der Oberfläche eines Festkörpers, 
entsprechend der Oberflächenspannung einer Flüssigkeit [HANNIG, 2009]. Nach dem ther-
modynamischen Gesetz wird die freie Oberflächenenergie als entscheidender Faktor bei der 
Adsorption von Bakterien betrachtet [TEUGHELS et al., 2006]. Die Grundlage einer sponta-
nen Bakterienadsorption an Grenzflächen von Fest und Flüssig ist nach dem Gibb’schen Ge-
setz eine Minimierung der Energie und eine Zunahme der Entropie [NORDE, 1995; 
TEUGHELS et al., 2006]. Das heißt, dass an Oberflächen mit niedriger SFE bevorzugt Bakte-
rien mit ebenfalls niedriger SFE haften und umgekehrt [MABBOUX et al., 2004; 
QUIRYNEN et al., 1995; TEUGHELS et al., 2006; WEERKAMP et al., 1988]. Eine Zunah-
me der SFE scheint die Bildung eines Biofilms auf natürlichen Zahnoberflächen und restaura-
tiven Oberflächen zu erleichtern [ARVIDSSON et al., 2004; QUIRYNEN et al., 1995; TAY-
LOR et al., 1998; TEUGHELS et al., 2006]. 
 
2.2.2 Oberflächenrauigkeit (RA) 
 
Ein Anstieg der Oberflächenrauigkeit (Oberflächenrauheit, RA) über einen Wert von            
RA = 0,2 µm erleichtert die Bildung eines Biofilms [BOLLEN et al., 1997; CARLÉN et al., 
2001; KAWAI et al., 2001; MORGAN et al., 2001; MÜLLER et al., 2007; QUIRYNEN et 
al., 1996; TANNER et al., 2003; TEUGHELS et al., 2006; TSANG et al., 2007]. Unter die-
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sem Wert kann durch Politur keine weitere Reduktion der Bakterienadhäsion erreicht werden 
[BOLLEN et al., 1997]. Der Einfluss der Oberflächenrauigkeit ist vor allem bei aktiven 
Scherkräften, in vivo und in situ, von größerer Bedeutung [HANNIG et al., 1999]. Die mittle-





Das Zeta-Potential ist das elektrostatisch wirksame Potential an der Grenzfläche eines Parti-
kels in einer Suspension und hängt von der Polarität der adsorbierten Ionen, der Ladung der 
Materialoberfläche und der Ionenkonzentration der Flüssigkeit ab [KINNARI et al., 2009]. 
Eine Änderung des pH-Wertes zeigt ebenfalls eine Änderung des Zeta-Potentials [KINNARI 
et al., 2009]. Ein erhöhtes Zeta-Potential führt zu einer verminderten Anlagerung von Bakte-




Die bakterielle Adsorption ist von der Hydrophilie bzw. Hydrophobie der Materialoberfläche, 
wie auch von der Hydrophilie bzw. Hydrophobie der Protein- bzw. Bakterienoberfläche ab-
hängig [HANNIG, 2008]. Generell bevorzugen hydrophobe Bakterien hydrophobe Oberflä-
chen, Bakterien mit hydrophilen Eigenschaften bevorzugen hydrophile Materialien [AN et al., 
1998; MORGAN et al., 2001; QUIRYNEN et al., 1995]. An hydrophilen Oberflächen findet 
bevorzugt Wasseranlagerung statt, was die Adsorption von Proteinen behindert. Auf der ande-
ren Seite findet man auf einer hydrophoben Oberfläche eine vermehrte Ansammlung von Pro-
teinen [CHRISTERSSON et al., 2000; EICK et al., 2006; LINDH et al., 1999; LINDH, 2002; 
LINDH et al. 2002; NORDE, 1995; VASSILAKOS et al., 1992; VASSILAKOS et al., 1993]. 
Die Bestimmung der Hydrophobie erfolgt über die Messung der Kontaktwinkel verschiedener 
Flüssigkeiten auf der Oberfläche der Probekörper. In den meisten Fällen zeigt die Hydropho-
bie eine Korrelation zur freien Oberflächenenergie. Mit steigender Hydrophobie kommt es zu 




2.3 Streptococcus mutans und Streptococcus sanguinis 
 
In der vorliegenden Arbeit werden als repräsentative Keime der Mundhöhle, die beiden 
Gram-positiven, fakultativ anaeroben Kokkenarten, Streptococcus mutans (S. mutans) und 
Streptococcus sanguinis (S. sanguinis), ausgewählt. Sie zählen beide zu den wichtigen säure-
resistenten Bakterien, die in der dentalen Plaque vorgefunden werden [HELLWIG et al., 
2006; KLIMEK et al., 1999; SVENSATER et al., 2003]. 
S. mutans trägt zwar wenig zur initialen Adhäsion an Oberflächen bei, spielt aber bei der Ka-
riesentstehung eine besondere Rolle [GAINES et al., 2003; NYVAD et al., 1990; SELWITZ 
et al., 2007]. Er besitzt die Fähigkeit aus Saccharose über eigene Glykosyltransferasen extra-
zelluläre, nicht wasserlösliche Polysaccharide (Glucane) zu bilden, die die Grundlage für eine 
feste Adhäsion an der Zahnoberfläche sind und dem Zusammenhalt der Bakterienkolonien 
dienen [HELLWIG et al., 2006; KLIMEK et al., 1999; MARSH et al., 2003; SHEN et al., 
2004]. Die Bildung von kurzkettigen Carbonsäuren (Laktat, Pyruvat) durch anaerobe 
Gycolyse führt zur Demineralisation des Zahnschmelzes und trägt somit zur Kariesentstehung 
bei [SHAW, 1987]. Diese Säureproduktion kann auch bei Nahrungskarenz aufrechterhalten 
werden, da S. mutans in der Lage ist, intrazelluläre Polysaccharide zu bilden und diese als 
Substratspeicher nutzen kann. 
S. sanguinis gilt als einer der ersten und bedeutendsten Primärbesiedler [BECKER et al., 
2002; LI et al., 2004; MARCHANT et al., 2001; ROSAN et al., 2000]. Er haftet an der Zahn-
oberfläche und stellt eine Adhäsionsstelle für folgende spätbesiedelnde Bakterien dar 
[KOLENBRANDER et al., 1993]. Diese initiale Adhäsion ist ein wichtiger Schritt für die 
Ausbildung der dentalen Plaque [DIAZ et al., 2006; LI et al., 2004; WHITTAKER et al., 
1996]. Auch dieser Mikroorganismus bildet Glucane aus Saccharose und besitzt die Fähigkeit 
an Thrombozyten, extrazellulären Matrixproteinen und Speichelproteinen zu binden. Mittels 
Arginin-Deaminase produziert S. sanguinis Harnstoff und Ammoniak, was zu einem Anstieg 
des pH-Wertes in der Plaque führt [GARCÍA-GODOY et al., 2008]. Die Interaktion von S. 
sanguinis mit S. mutans ist ein bedeutender Faktor bei der Entstehung von Karies 
[BEIGHTON et al., 2004; GE et al., 2008]. S. sanguinis ist einer der häufigsten Auslöser ei-






Typische dentale Kunststoffe setzen sich aus einer polymeren Matrix, der organische Füllkör-
per beigemengt werden, zusammen. Aufgrund der niedrigen Viskosität der Kunststoffmatrix 
ist es notwendig anorganische Füllkörper zuzusetzen, um die physikalischen und mechani-
schen Eigenschaften zu verbessern [FERRACANE, 1995; HELLWIG et al., 2006]. 
 
2.4.1 Organische Matrix 
 
Die Kunststoffmatrix basiert auf einem Gemisch aus verschiedenen Monomeren. Als Basis-
monomere werden z. B. Bis-GMA (Bisphenol-A-Glycidyl-Methacrylat) und/oder UDMA 
(Urethandimethacrylat), sowie verschiedene Modifikationen dieser Moleküle verwendet 
(Abb. 2.4) [PEUTZFELDT, 1997]. Zur Vernetzung werden niedermolekulare Comonomere 
wie TEGDMA (Triethylen-Glycol-Dimethacrylat), EDMA (Ethylen-Glycol-Dimethacrylat) 
und DEGDMA (Diethylen-Glycol-Dimethacrylat) zugesetzt. Als Comonomer kommt 
TEGDMA eine besondere Rolle zu, da es die Viskosität des Werkstoffs herabsetzt und so die 
Komposite fließfähig macht, bzw. ein höherer Anteil an Füllkörpern realisiert werden kann 
[HELLWIG et al., 2006; SCHMALZ et al., 2005]. 
 
 
Abbildung 2.4: Chemische Strukturen der Komposit-Monomere Bis-GMA und UDMA, sowie des 
Comonomers TEGDMA [aus BARSZCZEWKA-RYBAREK, 2009] 
2 Literaturübersicht 
20 
Neben den Monomeren und Comonomern finden sich verschiedene Additive wie Fotoinitiato-
ren (z. B. Camperchinon), Koinitiatoren (z. B. DMABEE, DEAEMA), Inhibitoren (z. B. BHT 
(Abb. 2.5)), UV-Absorber, Fotostabilisatoren und Pigmente [FERRACANE, 1995; PHIL-
LIPS, 1991; SPAHL et al., 1998].  
 
 





Als Füllkörper werden hauptsächlich fein gemahlene Quarze, Borsilikate, Lithium-
Aluminium-Silikat-Gläser und hochdisperses, amorphes Siliciumdioxid (SiO2) verwendet. 
Durch Zusatz spezieller Gläser, die z. B. Barium, Strontium oder Zink enthalten, wird eine 
Radioopazität erreicht [HOSODA et al., 1990; SÖDERHOLM et al., 1990; WILLEMS et al., 
1993]. Die Größe der Füllkörperpartikel reicht von 8 bis 12 µm (Makrofüller, konventionelle 
Komposite), 0,007 bis 0,04 µm (Mikrofüller) bis zu 5 nm (Nanofüller). Bei Hybridkomposi-
ten werden meist Partikel der Größe 0,6 bis 1 µm verwendet, die mit Mikrofüllern bzw. Na-
nofüllern (Feinpartikelhybride) versetzt sind [HELLWIG et al., 2006; SCHMALZ et al., 
2005]. Durch die Größe und Verteilung der Füllerpartikel werden im Wesentlichen die tech-
nischen Materialeigenschaften bestimmt. Der Anteil der Füller beträgt in der Regel 60 bis 70 
Vol.-% bzw. 70 bis 85 Gew.-% [PHILLIPS, 1991; WILLEMS et al., 1993]. Um eine Verbin-
dung der Füllkörper mit der Matrix zu gewährleisten, werden die Füllkörperpartikel mit Sila-
nen vorbehandelt (Abb. 2.6). Dadurch werden die Partikel chemisch aktiviert und hydropho-
biert. Dies ist notwendig, da die anorganischen Füllkörper im Gegensatz zur hydrophoben, 
organischen Matrix hydrophile Eigenschaften aufweisen [HELLWIG et al., 2006; 





Abbildung 2.6: Verbindung von Füllkörperpartikeln mit einer polymeren Matrix mittels Silanisierung [aus 
GENIOSIL
®
 - Organofunktionelle Silane, WACKER Chemie AG, Produktinformation, 2008] 
 
Das üblicherweise in dentalen Kompositen verwendete Silan ist das 3-Methacryl-
oxypropyltrimethoxysilan (MPS; Abb. 2.7), ein bifunktionelles Molekül, welches sich mit 
seinen Methoxysilan-Gruppen mit den Füllkörpern verbindet und mit der funktionellen 
Methacrylat-Gruppe eine Verbindung zu den Basis- und Comonomeren herstellt [HELLWIG 
et al., 2006; MATINLINNA, 2004; VAN NOORT, 2002].  
 
 
Abbildung 2.7: Chemische Struktur von 3-Methacryloxypropyltrimethoxysilan (MPS) [aus KARABELA et al., 
2008] 
 
Die Verbindung ist generell suffizient, kann aber, aufgrund des ionischen Charakters der Bin-
dung, durch Hydrolyse angegriffen werden [ANTONUCCI et al., 2005]. Um eine effektive 
Verbindung zu erhalten, muss die Menge des adsorbierten Silans auf dem Füllkörper optimal 
sein [KARMAKER et al., 2007]. Die Auswahl der richtigen Menge wird unter Berücksichti-
gung der physikalischen Eigenschaften getroffen, weniger im Hinblick auf die Stabilität ge-
gen Hydrolyse [KARMAKER et al., 2007]. Eine unvollständige Bedeckung, aber auch ein 
Überschuss an Silan kann zu einer Verschlechterung der Verbindung und der mechanischen 






Ziel dieser Arbeit war die Quantifizierung der bakteriellen Adhäsion an ausgewählten Kom-
positen mit und ohne vorherige Speichelkonditionierung in vitro. Es wurden insgesamt 13 
unterschiedliche Kompositmaterialien getestet. Die Kunststoffe basierten alle auf der gleichen 
Grundmatrix und unterschieden sich nur im Material der Füllkörper, der Vorbehandlung der 
Füllkörper und der Füllkörpergröße. Als Referenzmaterial wurde die Grundmatrix ohne Füll-
körper verwendet. 
In der vorliegenden Arbeit sollte untersucht werden, inwieweit sich das Material der Füllkör-
per, deren Vorbehandlung und Größe auf die Adhäsion von Bakterien auswirkt. Zudem wur-
den die Auswirkungen der Füllkörpersilanisierung und des Zusatzes des Inhibitors BHT, so-
wie der Einfluss eines Pellikels auf die bakterielle Adhäsion untersucht. Zusätzlich wurde die 
Anlagerung von S. mutans mit der von S. sanguinis verglichen. Ferner wurde untersucht, ob 
ein Zusammenhang zwischen der bakteriellen Adhäsion und der Oberflächenrauigkeit bzw. 
der freien Oberflächenenergie besteht.  
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In je zwei, der insgesamt vier durchgeführten Versuchen, wurden S. mutans und S. sanguinis 
verwendet. S. mutans (DSMZ-Nr.: 20523; Deutsche Sammlung von Mikroorganismen und 
Zellkulturen GmbH, Braunschweig, Deutschland) und S. sanguinis (DSMZ-Nr.: 20068) wur-
den in Tripticase Soy Yeast Extract Medium (DSMZ-Medium Nr. 92; bestehend aus 30 g 
tryptischer Soja-Nährbouillion (Becton Dickinson Microbiology Systems, Sparks, USA) und 
3 g Hefeextrakt (Sigma-Aldrich, St. Louis, USA), gelöst in einem Liter Aqua dest.) kultiviert. 
 
4.1.2 Künstlicher Speichel 
 
Für jeden Bakterienstamm (S. sanguinis und S. mutans) wurde ein Anlagerungsversuch mit 
Vorbehandlung der Probekörper mit künstlichem Speichel durchgeführt. Hierbei wurde eine 
künstliche Proteinmischung verwendet, bestehend aus Muzin (850 mg/l PBS), Lysozym (10 
μg/ml PBS), Alpha-Amylase (1 mg/ml PBS) und Albumin (40 μg/ml PBS). Mittels Vakuum-
einmalfiltrationsgeräten (Vacuflo PV 050/3, Fa. Schleicher & Schuell Microscience GmbH, 
Dassel, Deutschhland) und Filtern der Porengröße 0,45 μm und 0,2 µm wurde diese Mischung 
steril filtriert. Die Lagerung erfolgte bei -20° C. Am Tag vor dem Versuch wurde die Protein-
lösung aufgetaut und im Kühlschrank bei 4° C gelagert. 
 
  




Insgesamt wurden 13 verschiedene experimentelle Kompositmaterialien getestet (Tab. 4.1, 
Abb. 4.1). Die Kunststoffe unterschieden sich anhand des Materials der Füllkörper, deren 
Vorbehandlung und ihrer Größe. Die Größe der Füllkörper wird in deren mittleren spezifi-
schen Oberfläche angegeben. Sie wird meist nach dem Verfahren von Brunauer, Emmet und 
Teller bestimmt und erfasst die gesamte Oberfläche der Füllkörper [GYSAU, 2007]. Kleine 
Füllköper weisen eine hohe spezifische Oberfläche auf, große Füllkörper dementsprechend 
niedrige spezifische Oberflächen. Die Füllkörperkonzentration liegt jeweils bei 30 Gew.-%. 
 
Tabelle 4.1: Testmaterialien 
 Material Füllkörper 
mittlere spezifische 
Oberfläche (BET) 
1 Ox 50 0% BHT SiO2, nicht silanisiert 50 m
2
/g 
2 Ox 50 1% BHT SiO2, nicht silanisiert 50 m
2
/g 
3 R709 0% BHT SiO2, silanisiert 40 m
2
/g 
4 R709 1% BHT SiO2, silanisiert 40 m
2
/g 
5 DT4 0% BHT SiO2, silanisiert 150 m
2
/g 
6 DT4 1% BHT SiO2, silanisiert 150 m
2
/g 
7 GK 0,7 UF silanisiert 0% BHT Ba-Al-B-Silikat, silanisiert 13 m
2
/g 
8 GK 0,7 UF silanisiert 1% BHT Ba-Al-B-Silikat, silanisiert 13 m
2
/g 
9 K6 silanisiert 0% BHT Ba-Al-B-Silikat, silanisiert 0,6 m
2
/g 
10 K6 silanisiert 1% BHT Ba-Al-B-Silikat, silanisiert 0,6 m
2
/g 
11 K6 nicht silanisiert 0% BHT Ba-Al-B-Silikat, nicht silanisiert 0,6 m
2
/g 
12 K6 nicht silanisiert 1% BHT Ba-Al-B-Silikat, nicht silanisiert 0,6 m
2
/g 
13 Grundmasse ------- ------- 
 
Als Monomer für die Grundmatrix wurde Bis-GMA, sowie das Comonomer TEGDMA ver-
wendet. Jeder Komposit wurde in zwei leicht unterschiedlichen Zusammensetzungen getestet, 
zum Einen mit 0 Gew.-% (Gruppe A, Tab. 4.2) des Initiators Butylhydroxytoluol (BHT), zum 
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Daraus ergab sich folgende Zusammensetzung der Testmaterialien: 
 
Tabelle 4.2: Zusammensetzung der Testmaterialien 
 A B 
BHT (Inhibitor) 0 Gew.-% 1 Gew.-% 
TEGDMA 49,8 Gew.-% 49,3 Gew.-% 
Bis-GMA 49,7 Gew.-% 49,2 Gew.-% 
Camperchinon (Initiator) 0,2 Gew.-% 0,2 Gew.-% 
Amin (Katalysator) 0,3 Gew.-% 0,3 Gew.-% 
 
 
Abbildung 4.1: Probekörper der getesteten Materialien (Nummerierung gemäß Tab. 4.1) 
 
  




4.2.1.1 Herstellung der Probekörper 
 
Die Probekörper der Grundmasse wurden von der Fa. VOCO (Cuxhafen, Deutschland) in 
einem speziellen Verfahren hergestellt. Es standen 20 Probekörper zur Verfügung. 
Für die restlichen zwölf Kunststoffe wurden jeweils 22 Probekörper angefertigt. Zur Herstel-
lung wurden Formen aus Dubliersilikon (Deguform, DeguDent, Hanau, Deutschland; Abb. 
4.2) verwendet, um eine standardisierte Größe und eine weitgehend glatte Oberfläche zu er-
halten. Es wurden runde, plättchenförmige Proben mit einem Durchmesser von 10 mm und 
einer Dicke von ca. 4 mm hergestellt. Die Kunststoffe wurden gründlich aufgerührt, damit 
sich die am Boden abgesetzten Füllkörper gleichmäßig im Kunststoff verteilten. Mit einem 
Spatel wurden die Kunststoffe in die Mulden der Silikonform eingefüllt und anschließend 40 
sec mit einer Polymerisationslampe (Elipar II, 3M ESPE AG, Seefeld, Deutschland) ausge-
härtet. Nachdem die Proben aus der Form genommen worden sind, wurden sie auch von der 
anderen Seite 40 sec ausgehärtet. 
 
 
Abbildung 4.2: Form aus Dubliersilikon zur Probekörperherstellung 
 
Die Sauerstoffinhibitionsschicht auf der Kunststoffoberfläche wurde mit 70%igem Propanol 
entfernt. Anschließend wurden die Probekörper mit einem Poliergerät (Buehler-Metaserv, 
Buehler GmbH, Düsseldorf, Deutschland) und Planschleifscheiben (Buehler GmbH, Düssel-
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dorf, Deutschland) aufsteigender Körnung von 1000 über 2000, bis zu einer Körnung von 
4000 unter ständiger Wässerung poliert. Bis zur Versuchsdurchführung wurden die Probekör-
per in einem Zentrifugenröhrchen (Greiner Bio-One, Kremsmünster, Österreich) trocken ge-
lagert. Da die Kunststoffproben für insgesamt vier Versuche verwendet wurden, wurden diese 
nach jedem Versuch mit 70%igem Propanol gereinigt und erneut bei einer Körnung von 4000 
poliert. Dadurch wurde für jeden Versuch dieselbe Ausgangssituation geschaffen. 
 
4.2.1.2 Oberflächeneigenschaften der Prüfkörper 
4.2.1.2.1 Oberflächenrauigkeit (RA) 
 
Nach Politur der Probekörper, wurden jeweils fünf Proben pro Testmaterial einer 
Rauigkeitsbestimmung unterzogen. Dabei wurde pro Probekörper an drei verschiedenen Stel-
len gemessen. Dies geschah mittels eines Rauigkeitsmessgeräts (Tastschlittenprinzip; 
Perthometer S6P, Feinprüf Perthen GmbH; Göttingen, Deutschland; Abb.4.3). Die mittlere 
Rauigkeit (RA) ist das arithmetische Mittel des Oberflächenprofils der Testkörper. Oberflä-
chen unter einem Wert von 0,2 µm wurden im vorliegenden Versuchsaufbau als glatt betrach-
tet. Unter diesem Grenzwert wird kein direkter Einfluss der Rauigkeit auf die bakterielle Ad-
häsion erwartet [BOLLEN et al., 1997]. 
 
 
Abbildung 4.3: Perthometer S6P 
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4.2.1.2.2 Freie Oberflächenenergie (surface free energy, SFE) 
 
Die freie Oberflächenenergie (SFE) der Kunststoffe wurde mit Hilfe eines Kontaktwinkel-
messgeräts (Erma, Tokyo, Japan) unter Verwendung dreier unterschiedlicher Flüssigkeiten 
bestimmt. Es wurden hierbei entionisiertes Wasser, Ethylenglycol (Merck KgaA, Darmstadt, 
Deutschland) und Dijodmethan (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA) verwendet. Mit einer 
automatischen Pipette (Mircolap p, Hamilton Bondaduz, Bonaduz, Schweiz) wurden je 2 μl 
der entsprechenden Flüssigkeit auf die Probe pipettiert. Pro Material wurden jeweils zwei 
Tropfen auf fünf zufällig ausgewählten Probekörpern gemessen. Durch ein optisches System 
(Goniometer G1, ERNA, Tokyo, Japan) wurden die auf der Probe aufgebrachten Tropfen 
aufgezeichnet. Aus der Höhe und der Breite der Kontaktfläche wurde der Kontaktwinkel be-
rechnet. Für jeden Tropfen wurden der rechte und der linke Kontaktwinkel gemessen. Aus 
den Kontaktwinkeln aller drei Flüssigkeiten wurde anschließend die SFE der Kunststoffpro-
ben nach der Methode von Owens, Wendt, Rabel und Kaeble berechnet [OWENS et al., 
1969]. 
 
4.2.1.3 Kultivieren der Bakterien 
4.2.1.3.1 Wochenkultur 
 
Für die beiden, in den Versuchen verwendeten Kulturen, S. mutans (DSMZ-Nr.: 20523) und 
S. sanguinis (DSMZ-Nr.: 20068) wurden Wochenkulturen aus einer jeweiligen Gefrierkultur 
angelegt. Dazu wurden jeweils 25 ml Tripticase Soy Yeast Extract Medium (DSMZ-Medium 
Nr. 92) mit 25 μl Bakterienkultur überimpft und anschließend über Nacht im Inkubator (For-
ma Orbital Shaker, Thermo Electron Corp., Marietta, OH, USA) bei 37° C angezüchtet. Die 
Inkubationszeit lag bei ca. 20 h, damit sich die Bakterien in einem optimalen Wachstumszu-





Für einen Versuch wurde aus der jeweiligen Wochenkultur (S. mutans, S. sanguinis) am Tag 
vor der Bakterienanlagerung eine Versuchskultur angezüchtet. Dazu wurden in fünf Erlen-
meyerkolben (Schott Duran, Mainz, Deutschland) jeweils 50 ml Tripticase Soy Yeast Extract 
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Medium mit 50 μl der Wochenkultur überimpft. Die überimpften Erlenmeyerkolben wurden 
über Nacht (ca. 20 h) bei 37° C inkubiert. Die Speedeinstellung für den Inkubator war 53. 
Am Versuchstag wurden die Versuchskulturen aus den Erlenmeyerkolben in 
Zentrifugenröhrchen gefüllt. Von der Versuchskultur wurden ca. 5 ml entnommen, wovon der 
pH-Wert (Multi-Calimatic, Knick, Egelsbach, Deutschland) und die optische Dichte bestimmt 
wurden. Die Bestimmung der optischen Dichte erfolgte mit Hilfe eines Photometers (Genesys 
10S, Thermo Spectronic, Rochester, NY, USA) bei einer Wellenlänge von 550 nm. Als 
Nullwert wurde das DSMZ-Medium Nr. 92 verwendet. Anschließend wurden die Versuchs-
kulturen bei 18° C und 2300 Umdrehungen 5 min zentrifugiert (Hettich Rotixa P, Hettich 
Zentrifugen GmbH, Tuttlingen, Deutschland). Der Überstand der zentrifugierten Röhrchen 
wurde vorsichtig abgeschüttet und die übrig bleibenden Bakterienpellets wurden jeweils in ca. 
30 ml PBS gelöst. Nach vollständigem Auflösen der Pellets, wurden die Suspensionen erneut 
zentrifugiert. Dieser Vorgang wurde insgesamt zwei Mal wiederholt und die Pellets anschlie-
ßend erneut in ca. 20 ml PBS gelöst. Nun wurde mit den gewaschenen Bakterien die Well-
plattenkultur, die zur Bakterienanlagerung verwendet wurde, hergestellt. Hierzu wurden in 
einem Becherglas mit Rührfisch unter ständigem Rühren durch einen Magnetrührer (MSC 
basic C, IKA Works Inc., Wilmington, NC, USA) die in PBS gelösten Bakterien solange mit 
PBS verdünnt, bis die Bakterienkultur eine optische Dichte von 0,3 besaß. Hierbei wurde PBS 
als Nullwert verwendet. Eine optische Dichte von 0,3 entspricht einer mikrobiellen Kon-
zentration von 3,65 x 10
8
 Zellen/mL [SATOU et al., 1988]. Von der Wellplattenkultur wurde 
ebenfalls der pH-Wert bestimmt. 
 
4.2.1.4 Vorbereitung der Probekörper 
4.2.1.4.1 Wasserlagerung 
 
Eine Woche vor dem Versuch wurden je 15 Probekörper pro Material mit 70%igem Propanol 
gereinigt und in eine 24er Wellplatte (24 Well Test Plate, Sarstedt Inc., Newton, NC, USA) 
gegeben. In jedes Well wurde je 1 ml steriles Aqua dest. pipettiert. Dadurch wurde der Ein-
fluss des Restmonomers oder anderer toxischer Inhaltsstoffe auf die Bakterien minimiert 
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4.2.1.4.2 Einkleben in Wellplatten 
 
Am Tag vor dem Versuch wurden die Probekörper aus der Wasserlagerung genommen. Sie 
wurden zunächst auf Küchenrolle gelegt und dort luftgetrocknet. Anschließend wurden die 
Probekörper mit Dubliersilikon (Deguform, DeguDent, Hanau, Deutschland) in konfektio-
nierte 48er Wellplatten (48 Well Cell Culture Cluster, Corning Inc., Lowell, MA, USA) ein-
geklebt. Pro Wellplatte wurden drei Testmaterialien mit je 15 Probekörpern eingeklebt. Folg-
lich standen für jeden Versuch vier Wellplatten mit je drei Materialien und eine Platte mit 
einem Materialen zur Verfügung. Von den 15 Proben waren drei Farbkontrollen (FK; PBS 
mit Resazurin), eine Bakterienkontrolle (BK; reine Bakteriensuspension) und eine Nullkon-
trolle (0K; reines PBS). Die Platten wurden beschriftet (Abb. 4.4) und 1 ml steriles Aqua dest. 
pro Well pipettiert. Bis zum Versuch wurden die Platten im Kühlschrank bei 4° C gelagert. 
 
        
  FK FK FK BK 0K X 
        
  FK FK FK BK 0K X 
        
  FK FK FK BK 0K X 
 
Abbildung 4.4: Beschriftung 48er Wellplatte; FK = Farbkontrolle, BK = Bakterienkontrolle, 0K = Nullkontrolle, 




Bevor Bakterien angelagert werden konnten, musste von den Probekörpern die Eigenfluores-
zenz bestimmt werden. Hierzu wurde in jedes Well 1 ml PBS pipettiert und die Messung am 
Fluostar Optima (BMG LabTech, Offenburg, Deutschland; Abb. 4.5) vorgenommen. Die Ei-
genfluoreszenzmessung wurde mit den Gains 2400, 2600 und 2700 durchgeführt. Anschlie-
ßend wurde das PBS wieder abgesaugt. 
  
Nr. (1-13 ) Material 
Nr. (1-13 ) Material 
Nr. (1-13 ) Material 
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Am Fluostar Optima wurden folgende Einstellungen vorgenommen (Tab. 4.3): 
 
Tabelle 4.3: Einstellungen Fluostar Optima 
48er Wellplatten 
Selekt Protokoll BadADH Rasaz 48konz 
Mikrotiterplatte Costar 3548 48 
Gain 2400, 2600, 2700 
Required value 15% 
Emissionsfilter 590 - 610 
Exicationsfilter 560 








Insgesamt wurden vier Versuche durchgeführt (Tab. 4.4). Davon wurden bei zwei Versuchen 
(S. mutans bzw. S. sanguinis) die Probekörper zunächst mit künstlichem Speichel inkubiert, 
um ein Pellikel zu erhalten. Bei den beiden anderen Versuchen erfolgte die Anlagerung von S. 
mutans bzw. S. sanguinis direkt auf der Oberfläche der Testmaterialien. 
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Tabelle 4.4: Durchgeführte Versuche 
V 220 S. mutans ohne Speichel 
V 221 S. mutans mit Speichel 
V 222 S. sanguinis ohne Speichel 
V 223 S. sanguinis mit Speichel 
 
4.2.2.1 Anlagerung ohne Speichel 
 
Für den Versuch wurde zunächst das sterile Aqua dest. von den Wellplatten abgesaugt. Zur 
Bakterienanlagerung wurde die hergestellte Wellplattenkultur mit der optischen Dichte von 
0,3 verwendet. Die Wellplatten wurden wie folgt pipettiert: 
 
Probe: 1 ml Wellplattenkultur + 15 µl Resazurin 
Farbkontrolle (FK): 1 ml PBS + 15 µl Resazurin  
Bakterienkontrolle (BK): 1 ml Wellplattenkultur 
Nullkontrolle (0K): 1 ml PBS 
 
Anschließend wurden die Wellplatten für 2,5 h bei 37° C in einer abgedunkelten Box 
inkubiert. Speedeinstellung des Inkubators war 53. Nach abgeschlossener Inkubation wurden 
die Wellplatten entnommen. Sie wurden nun vorsichtig zweimal mit PBS gewaschen. Hierzu 
wurde ein Winkelgestell verwendet, damit die angelagerten Bakterien nicht von der Kunst-
stoffoberfläche gespült wurden. Danach wurde in jedes Well 1 ml PBS pipettiert und an-
schließend die Fluoreszenzmessung analog der Eigenfluoreszenzmessung am Fluorometer 
Fluostar Optima mit den Gains 2400, 2600 und 2700 durchgeführt. 
 
4.2.2.2 Anlagerung mit Speichel 
 
Bei den Versuchsbedingungen mit Speichel wurde nach Absaugen des sterilen Aqua dest. in 
jedes Well 1 ml des künstlichen Speichels pipettiert. Die Platten wurden anschließend in einer 
abgedunkelten Box für 2 h bei 37° C inkubiert. Die Speedeinstellung des Inkubators war 53. 
Nach abgeschlossener Inkubation wurde der künstliche Speichel abgesaugt. Der weitere Ab-
lauf des Versuchs war entsprechend dem Vorgehen des Versuchs ohne vorherige Speichelan-
lagerung. 
 




Für jedes getestete Material wurde die Probe mit der geringsten und der höchsten Anlagerung 
von Bakterien entnommen und für eine Betrachtung im Rasterelektronenmikroskop (Stereo-
scan 240, Cambridge Instruments, Cambridge, UK; Abb. 4.6) vorbereitet. Die Proben wurden 
mit einem Klebstoff (Conductive Carbon Cement, Plano GmbH, Wetzlar, Deutschland) auf 
den Probeträgern (Alu-Stubs, Provac AG, Oestrich-Winkel, Deutschland) befestigt. Nachdem 
der Klebstoff ausgetrocknet ist, wurden die Proben 6 min bei 30 mV mit 99,99%igem Gold 
besputtert (BAL-TEC AG, Walluf, Deutschland). Von jeder entnommenen Probe wurden 
Aufnahmen in den Vergrößerungen 1740-fach und 3800-fach angefertigt. Zusätzlich wurde 
für jedes Material ein Probekörper gebrochen und Aufnahmen der Bruchfläche in den Ver-
größerungen 600-fach und 3000-fach angefertigt. 
 
 
Abbildung 4.6: Rasterelektronenmikroskop Stereoscan 240 
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4.3 Auswertung und Statistik 
4.3.1 Auswertung 
 
Die Auswertung und Quantifizierung der adhärierten Bakterien erfolgte mit Hilfe einer Fluo-
reszenzfärbung mit dem Farbstoff Resazurin (0,75 g/mL Aqua dest; Sigma-Aldrich, St. Louis, 
MO, USA). Dies ist eine schnelle, präzise und reproduzierbare Technik, die bakterielle Adhä-
sion quantitativ zu bestimmen [HAHNEL et al., 2008; GAINES et al., 2003; GRIVET et al., 
1999; LOGAN et al., 1998; ROSENTRITT et al., 2008]. Bei der einfach durchzuführenden 
Resazurin-Reduktion Methode, die auch Alamar-Blue-Analyse genannt wird, wird der blaue, 
nicht fluoreszierende Farbstoff Resazurin (maximale Absorption bei 605 nm), in den violet-
ten, hoch fluoreszierenden Farbstoff Resorufin (maximale Absorption bei 573 nm) metaboli-
siert (Abb. 4.7) [FIELDS et al., 1993; NAKAYAMA et al., 1997; RISS et al., 2003]. Der ge-
naue Ablauf dieser nicht toxischen Reduktion ist allerdings noch nicht bekannt. Es wird ver-
mutet, dass es sich bei der Reduktion des Farbstoffs um eine intrazelluläre Enzymaktivität 




Abbildung 4.7: Reduktion von Resazurin zu Resorufin in lebenden Zellen [aus TWIGG, 1945] 
 
Die Menge des fluoreszierenden Markers kann anschließend mit dem Mikroskop oder einem 
automatischen Detektor bestimmt werden. Dabei besteht eine Korrelation von Resazurin zu 
fluoreszierendem Resorufin und der Menge an lebenden Mikroorganismen [DE FRIES et al., 
1995; NAKAYAMA et al., 1997; O’BRIEN et al., 2000; VOYTIK-HARBIN et al., 1998]. 
Anhand der Differenz der Fluoreszenz zur Eigenfluoreszenz kann quantitativ die Menge an-
gelagerter Bakterien bestimmt werden. Eine hohe relative Fluoreszenzintensität bedeutet eine 
hohe Adhäsion von Streptokokken. Als Referenzwerte dienten die Bakterienkontrolle (Bakte-
rien ohne Resazurin), Farbkontrolle (PBS mit Resazurin) und die Nullkontrolle (PBS ohne 
Resazurin). Mit diesem Verfahren wurde die Besiedelung der verschiedenen Kunststoffe ana-
lysiert. Des Weiteren wurden die Ergebnisse für die Anlagerungsversuche mit und ohne Spei-
chel miteinander verglichen. 




Für die statistische Auswertung und graphische Darstellung der Versuche wurden die Pro-
gramme SPSS für Windows (Version 16.0, SPSS Inc., Chicago, USA) und das Tabellenkal-
kulationsprogramm Excel (Version 2003, Microsoft Cooperation, Redmond, USA) verwen-
det. Die statistische Analyse zur Bestimmung von Unterschieden zwischen den Materialien 
erfolgte mit dem Mann-Whitney U-Test auf dem Signifikanzniveau α = .05. Zur graphischen 
Darstellung der zentralen Tendenz wurden die Medianwerte, sowie 25%- und 75%-Perzentile 
ermittelt. Zur Bestimmung von Korrelationen zwischen den Variablen relative Fluoreszenz, 
Oberflächenrauigkeit und freie Oberflächenenergie wurden die Spearman’schen Rangkorrela-
tionskoeffizienten berechnet. Für die Berechnungen wurden die Fluoreszenzwerte der Mes-








Tabelle 5.1 zeigt die Ergebnisse der Messung der Oberflächenrauigkeiten für alle Materialien. 
Dargestellt sind die Medianwerte, sowie die 25%- und 75%-Perzentile. Alle 13 Materialien 
zeigen eine mediane Rauigkeit zwischen 0,040 und 0,080 µm.  
Die Ergebnisse der Korrelationsbestimmung der Oberflächenrauigkeit zur bakteriellen Adhä-
sion in den vier Versuchsbedingungen zeigen eine geringe Korrelation (Tab. 5.2). Für die 
Bedingung S. mutans mit Pellikel ist die Korrelation leicht höher als für die anderen drei Be-
dingungen. Die Zusammenhänge zwischen Bakterienadhäsion und Oberflächenrauigkeit wei-






Tabelle 5.1: Oberflächenrauigkeit (in µm, n = 15; Medianwerte, 25%- und 75%-Perzentile) 
 Material n 
Perzentile 
25 50 75 
1 Ox 50 0% BHT 15 0,060 0,080 0,080 
2 Ox 50 1% BHT 15 0,040 0,080 0,080 
3 R709 0% BHT 15 0,040 0,040 0,080 
4 R709 1% BHT 15 0,040 0,040 0,080 
5 DT4 0% BHT 15 0,040 0,080 0,080 
6 DT4 1% BHT 15 0,040 0,080 0,080 
7 GK 0,7 UF silanisiert 0% BHT 15 0,040 0,040 0,040 
8 GK 0,7 UF silanisiert 1% BHT 15 0,040 0,040 0,040 
9 K6 silanisiert 0% BHT 15 0,040 0,080 0,080 
10 K6 silanisiert 1% BHT 15 0,060 0,080 0,080 
11 K6 nicht silanisiert 0% BHT 15 0,080 0,080 0,095 
12 K6 nicht silanisiert 1% BHT 15 0,080 0,080 0,095 
13 Grundmasse 15 0,040 0,040 0,040 
 
 
Tabelle 5.2: Spearman’sche Rangkorrelationskoeffizienten als Zusammenhangsmaß für die bakterielle Adhäsion 
der vier Versuchsbedingungen und die Oberflächenrauigkeit RA ( 0.800 bis 1.000 = starke Korrelation; 0.500 
bis 0.800 = mäßige Korrelation; -0.500 bis +0.500 = geringe Korrelation) 
 Oberflächenrauigkeit 
S. mutans ohne Pellikel 0.106 
S. mutans mit Pellikel 0.270 
S. sanguinis ohne Pellikel 0.108 





5.2 Freie Oberflächenenergie (surface free energy, SFE) 
 
Die mediane freie Oberflächenenergie (SFE) der Materialien liegt zwischen 33,00 mJ/cm
2
 
(R709 0% BHT) und maximal 46,58 mJ/cm
2
 (GK 0,7 UF silanisiert 1% BHT) (Tab. 5.3). Die 
Materialien Ox 50 0% BHT, R709 0% BHT und DT4 0% bzw. 1% BHT besitzen eine ver-
gleichsweise niedrige SFE (33,00 bis 36,89 mJ/cm
2
). GK 0,7 UF silanisiert 1% BHT zeigt mit 
46,58 mJ/cm
2
 eine hohe SFE. Die restlichen acht Materialien liegen auf einem mittleren Ni-
veau zwischen 38,01 und 42,07 mJ/cm
2
. 
Für alle Versuchsbedingungen ist eine geringe Korrelation der bakteriellen Adhäsion und der 
SFE festzustellen (Tab. 5.4). Bei der Anlagerung von S. mutans mit Pellikel ist die Korrela-
tion im Vergleich zu den drei anderen Bedingungen höher. Es besteht für keinen Versuch eine 





Tabelle 5.3: Oberflächenenergien (SFE; in mJ/cm
2
; Mittelwerte und Standardabweichungen (SD)) 
 Material SFE SD 
1 Ox 50 0% BHT 36,89 2,44 
2 Ox 50 1% BHT 39,58 1,81 
3 R709 0% BHT 33,00 2,45 
4 R709 1% BHT 40,07 2,18 
5 DT4 0% BHT 33,31 2,07 
6 DT4 1% BHT 35,21 1,52 
7 GK 0,7 UF silanisiert 0% BHT 40,75 1,75 
8 GK 0,7 UF silanisiert 1% BHT 46,58 1,74 
9 K6 silanisiert 0% BHT 39,40 1,93 
10 K6 silanisiert 1% BHT 39,31 1,35 
11 K6 nicht silanisiert 0% BHT 42,07 0,98 
12 K6 nicht silanisiert 1% BHT 38,01 1,34 
13 Grundmasse 40,36 1,29 
 
 
Tabelle 5.4: Spearman’sche Rangkorrelationskoeffizienten als Zusammenhangsmaß für die bakterielle Adhäsion 
der vier Versuchsbedingungen und die SFE ( 0.800 bis 1.000 = starke Korrelation; 0.500 bis 0.800 = mäßi-
ge Korrelation; -0.500 bis +0.500 = geringe Korrelation) 
 SFE 
S. mutans ohne Pellikel 0.051 
S. mutans mit Pellikel 0.368 
S. sanguinis ohne Pellikel 0.039 





5.3 Bakterielle Adhäsion 
5.3.1 Vergleich aller Materialien 
5.3.1.1 Streptococcus mutans 
Abbildung 5.1: Boxplots; relative Fluoreszenzintensitäten für die Anlagerung von S. mutans ohne und mit Pelli-
kel (○ = Ausreißer;  = Extremwerte)  
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5.3.1.1.1 Adhäsion von Streptococcus mutans ohne Pellikel 
 
Bei Betrachtung der bakteriellen Adhäsion von S. mutans ohne Pellikel lassen sich die Kunst-
stoffe in drei Gruppen mit unterschiedlichen Niveaus der Bakterienanlagerung einteilen (Abb. 
5.1, Tab. 5.5). Den niedrigsten medianen Fluoreszenzwert findet man bei der Grundmasse 
(2586). Mittlere mediane Anlagerungswerte (4232 bis 6125,5) finden sich für die Materialien 
R709 0% bzw. 1% BHT, DT4 0% BHT, GK 0,7 UF silanisiert 0% BHT, sowie K6 silanisiert 
0% bzw. 1% BHT und K6 nicht silanisiert 0% BHT. Zwischen diesen sieben Materialien ist 
kein signifikanter Unterschied festzustellen (Tab. 5.6). Sie zeigen eine signifikant höhere An-
lagerung als die Grundmasse. Einzige Ausnahme ist hier der Kunststoff K6 nicht silanisiert 
0% BHT, dessen Unterschied zur Grundmasse nicht signifikant wird. Auf einem höheren me-
dianen Anlagerungsniveau (7997,5 bis 12652) liegen Ox 50 0% bzw. 1% BHT, DT4 1% 
BHT, sowie GK 0,7 UF silanisiert 1% BHT und K6 nicht silanisiert 1% BHT. Zwischen die-
sen fünf Kunststoffen ist kein signifikanter Unterschied in der bakteriellen Anlagerung aus-
zumachen. Die vermehrte Anlagerung im Vergleich zu den Kunststoffen der beiden niedrige-
ren Niveaus wird für Ox 50 1% BHT zu allen acht Materialien signifikant. DT4 1% BHT 
zeigt bis auf K6 silanisiert 1% BHT signifikante Unterschiede, K6 nicht silanisiert 1% BHT 
ausgenommen R709 1% und K6 silanisiert 1% BHT. Für GK 0,7 UF silanisiert 1% BHT wird 
der Unterschied bis auf R709 1% BHT, GK 0,7 UF silanisiert 0% BHT und K6 silanisiert 1% 
BHT signifikant. Bei Ox 50 0% BHT lässt sich ein signifikanter Unterschied zu R709 0% 




Tabelle 5.5: relative Fluoreszenzintensitäten für die Anlagerung von S. mutans ohne Pellikel (n = 10; Median-




 25 50 75 
1 Ox 50 0% BHT 10 5370 9165,5 11523 
2 Ox 50 1% BHT 10 7100 12652 17307 
3 R709 0% BHT 10 4235 4961 6212 
4 R709 1% BHT 10 3939 6009,5 7320 
5 DT4 0% BHT 10 4000 5364,5 6734 
6 DT4 1% BHT 10 7311 9850 12765 
7 GK 0,7 UF silanisiert 0% BHT 10 5031 5850,5 7347 
8 GK 0,7 UF silanisiert 1% BHT 10 6145 7997,5 14506 
9 K6 silanisiert 0% BHT 10 4503 5904,5 6881 
10 K6 silanisiert 1% BHT 10 4572 5041 10282 
11 K6 nicht silanisiert 0% BHT 10 3313 4232 6054 
12 K6 nicht silanisiert 1% BHT 10 6654 11905,5 19468 





























































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































5.3.1.1.2 Adhäsion von Streptococcus mutans mit Pellikel 
 
Bei vorhandenem Pellikel kann man die Anlagerung in drei Levels einteilen (Abb. 5.1, Tab. 
5.7). Die geringste mediane Anlagerung (6659,5 bis 11651) ist bei DT4 0% BHT, GK 0,7 UF 
silanisiert 0% BHT, K6 silanisiert 0% BHT, sowie für die Grundmasse zu beobachten. Zwi-
schen diesen vier Kunststoffen findet man keinen signifikanten Unterschied der bakteriellen 
Adhäsion (Tab. 5.8). Auf einem mittleren Niveau (15408,5 bis 23567) findet man die Materi-
alien Ox 50 0% BHT, R709 0% bzw. 1% BHT, DT4 1% BHT, GK 0,7 UF silanisiert 1% 
BHT, sowie K6 silanisiert 1% BHT und K6 nicht silanisiert 0% bzw. 1% BHT. In der Gruppe 
dieser acht Materialien kann man für R709 0% BHT verglichen mit Ox 50 0% BHT einen 
signifikanten Unterschied der Adhäsion beobachten. Im Vergleich zu den vier Kunststoffen 
mit niedriger Adhäsion findet man für fünf der acht Kunststoffe (Ox 50 0% BHT, R709 1% 
BHT, DT4 1% BHT, GK 0,7 UF silanisiert 1% BHT und K6 nicht silanisiert 1% BHT) einen 
signifikanten Unterschied zu allen vier Materialien. Bei den Kunststoffen R709 0% BHT, K6 
silanisiert 1% BHT und K6 nicht silanisiert 0% BHT findet sich eine signifikant erhöhte Ad-
häsion im Vergleich zur Grundmasse. Der höchste mediane Wert der bakteriellen Anlagerung 
findet sich für den Kunststoff Ox 50 1% BHT (42663). Diese hohe Anlagerung ist im Ver-





Tabelle 5.7: relative Fluoreszenzintensitäten für die Anlagerung von S. mutans mit Pellikel (n = 10; Medianwer-
te, 25%- und 75%- Perzentile) 
 Material n 
Perzentile 
25 50 75 
1 Ox 50 0% BHT 10 16460 22532,5 25391 
2 Ox 50 1% BHT 10 39881 42663 47215 
3 R709 0% BHT 10 10686 16445 18164 
4 R709 1% BHT 10 12271 17826 20206 
5 DT4 0% BHT 10 4521 6659,5 16016 
6 DT4 1% BHT 10 13542 21596 22879 
7 GK 0,7 UF silanisiert 0% BHT 10 9921 11651 14317 
8 GK 0,7 UF silanisiert 1% BHT 10 17447 20587 30859 
9 K6 silanisiert 0% BHT 10 5933 9906,5 13289 
10 K6 silanisiert 1% BHT 10 9253 16993,5 23446 
11 K6 nicht silanisiert 0% BHT 10 10199 15408,5 20838 
12 K6 nicht silanisiert 1% BHT 10 14049 23567 33185 




























































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































5.3.1.2 Streptococcus sanguinis 
Abbildung 5.2: Boxplots; relative Fluoreszenzintensitäten für die Anlagerung von S. sanguinis ohne und mit 




5.3.1.2.1 Adhäsion von Streptococcus sanguinis ohne Pellikel 
 
Die Anlagerung von S. sanguinis ohne Pellikel kann man in vier Anlagerungsniveaus unter-
teilen (Abb. 5.2, Tab. 5.9). Auf einem ähnlich niedrigen Niveau (5245,5 bis 7320,5) findet 
man die Materialien DT4 0% BHT, GK 0,7 UF silanisiert 0% BHT, K6 silanisiert 0% bzw. 
1% BHT, sowie K6 nicht silanisiert 0% BHT und die Grundmasse. Innerhalb dieser Gruppe 
zeigt sich nur für GK 0,7 UF silanisiert 0% BHT im Vergleich mit der Grundmasse ein signi-
fikanter Unterschied der bakteriellen Adhäsion (Tab. 5.10). Eine mittlere mediane Anlage-
rung (8683,5 bis 12180) zeigen die Kunststoffe R709 0% bzw. 1% BHT, sowie DT4 1% BHT 
und GK 0,7 UF silanisiert 1% BHT. Untereinander ist für die vier Materialien dieser Gruppe 
kein signifikanter Unterschied zu beobachten. Im Vergleich zur Gruppe mit geringerer me-
dianer Adhäsion kann man für drei Materialien (R709 1% BHT, DT4 1% BHT und GK 0,7 
UF silanisiert 1% BHT) einen signifikanten Unterschied zu allen Materialien feststellen. Für 
R709 0% BHT wird der Unterschied bis auf GK 0,7 UF silanisiert 0% BHT und K6 nicht 
silanisiert 0% BHT signifikant. Eine hohe mediane Adhäsion (18982 bis 26409) lässt sich bei 
den Kunststoffen Ox 50 0% BHT und K6 nicht silanisiert 1% BHT beobachten. Zwischen den 
beiden Materialien findet sich kein signifikanter Unterschied. Zu den zehn Kunststoffen der 
beiden niedrigeren Niveaus zeigt sich für Ox 50 0% BHT und K6 nicht silanisiert 1% BHT 
ein signifikanter Unterschied der Anlagerung. Die signifikant höchste mediane Anlagerung 




Tabelle 5.9: relative Fluoreszenzintensitäten für die Anlagerung von S. sanguinis ohne Pellikel (n = 10; Me-
dianwerte, 25%- und 75%- Perzentile) 
 Material n 
Perzentile 
25 50 75 
1 Ox 50 0% BHT 10 18181 26409 27785 
2 Ox 50 1% BHT 10 41102 50895,5 53154 
3 R709 0% BHT 10 7185 8683,5 12190 
4 R709 1% BHT 10 8918 10604 14068 
5 DT4 0% BHT 10 4398 6146 8236 
6 DT4 1% BHT 10 9266 12180 13684 
7 GK 0,7 UF silanisiert 0% BHT 10 6297 7224 7828 
8 GK 0,7 UF silanisiert 1% BHT 10 10417 11192,5 12426 
9 K6 silanisiert 0% BHT 10 4431 6037,5 8032 
10 K6 silanisiert 1% BHT 10 5270 6599 7647 
11 K6 nicht silanisiert 0% BHT 10 6476 7320,5 9346 
12 K6 nicht silanisiert 1% BHT 10 14065 18982 23369 

















































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































5.3.1.2.2 Adhäsion von Streptococcus sanguinis mit Pellikel 
 
Bei vorhandenem Pellikel kann man bei der Anlagerung von S. sanguinis drei unterschiedli-
che Niveaus der Anlagerung beobachten (Abb. 5.2, Tab. 5.11). Die geringsten medianen Wer-
te (7273,5 bis 13110,5) zeigen sich für R709 0% BHT, DT4 0% BHT, GK 0,7 UF silanisiert 
0% bzw. 1% BHT, K6 silanisiert 0% bzw. 1% BHT, sowie für K6 nicht silanisiert 0% BHT 
und für die Grundmasse. Innerhalb dieser acht Kunststoffe findet man für K6 silanisiert 0% 
BHT eine signifikant niedrigere Anlagerung im Vergleich zu R709 0% BHT, GK 0,7 UF sila-
nisiert 0% bzw. 1% BHT, K6 silanisiert 1% BHT und K6 nicht silanisiert 0% BHT (Tab. 
5.12). Zwischen den anderen sieben Materialien zeigen sich keine signifikanten Unterschiede. 
Auf einem höheren Anlagerungsniveau (15816,5 bis 34864,5) findet man vier Materialien 
(Ox 50 0% BHT, R709 1% BHT, DT4 1% BHT und K6 nicht silanisiert 1% BHT). In dieser 
Gruppe findet man einen signifikanten Unterschied der Adhäsion bei Ox 50 0% BHT im Ver-
gleich zu R709 1% BHT. Im Vergleich mit den acht Materialien geringerer Intensitäten zei-
gen sich für Ox 50 0% BHT, DT4 1% BHT und K6 nicht silanisiert 1% BHT signifikante 
Unterschiede der bakteriellen Adhäsion. Bei R709 1% BHT wird der Unterschied ausgenom-
men R709 0% BHT und GK 0,7 UF silanisiert 1% BHT signifikant. Das signifikant höchste 
Anlagerungsniveau (51126,5) im Vergleich zu allen anderen Materialien kann man für Ox 50 




Tabelle 5.11: relative Fluoreszenzintensitäten für die Anlagerung von S. sanguinis mit Pellikel (n = 10; Me-




25 50 75 
1 Ox 50 0% BHT 10 24722 34864,5 40328 
2 Ox 50 1% BHT 10 50916 51126,5 51196 
3 R709 0% BHT 10 10549 12092 15184 
4 R709 1% BHT 10 12666 15816,5 26311 
5 DT4 0% BHT 10 6386 7840 12877 
6 DT4 1% BHT 10 20024 23512,5 28045 
7 GK 0,7 UF silanisiert 0% BHT 10 8814 11333 13368 
8 GK 0,7 UF silanisiert 1% BHT 10 11838 13110,5 18849 
9 K6 silanisiert 0% BHT 10 6506 7273,5 10413 
10 K6 silanisiert 1% BHT 10 9986 11818,5 14045 
11 K6 nicht silanisiert 0% BHT 10 8801 9766,5 15683 
12 K6 nicht silanisiert 1% BHT 10 19147 27639,5 30188 








































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































5.3.2 Auswirkungen der Silanisierung der Füllkörper 
 
Bei Betrachtung der Auswirkung der Füllkörpersilanisierung zeigt sich für K6 0% BHT bei 
Anlagerung von S. mutans ohne Pellikel eine tendenziell höhere mediane Adhäsion an den 
silanisierten Füllkörpern (Abb. 5.3). Die Unterschiede in der bakteriellen Adhäsion weisen 
keine statistische Signifikanz auf (Tab. 5.13). Bei den übrigen sieben Vergleichen kann ein 
erhöhtes Anlagerungsniveau an den nicht silanisierten Füllkörpern beobachtet werden. Der 
Unterschied bei K6 0% BHT wird für S. sanguinis mit Pellikel signifikant, bei K6 1% BHT 
für S. sanguinis mit und ohne Pellikel. 
 
Tabelle 5.13: statistische Auswertung (Mann-Whitney U-Test; α = .05; n = 10) für die Auswirkung der Silani-










K6 0% BHT 
silanisiert vs. nicht silanisiert 
.123 .143 .315 .035* 
K6 1% BHT 
silanisiert vs. nicht silanisiert 
.052 .143 .001* .000* 
*p < .05 
 




Abbildung 5.3: Boxplots; relative Fluoreszenzintensitäten für Kunststoffe mit silanisierten und nicht silanisier-
ten Füllkörpern (○ = Ausreißer;  = Extremwerte)  
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5.3.3 Auswirkungen von BHT-Zusatz 
 
Bei Materialien mit 1% BHT-Zusatz zeigt sich ein tendenziell höheres Anlagerungsniveau 
von Bakterien, im Vergleich zum identischen Kunststoff ohne Zusatz des Inhibitors. Aus-
nahme ist der Kunststoff K6 silanisiert, welcher bei Anlagerung von S. mutans ohne Pellikel 
eine geringere, nicht signifikante mediane Bakterienanlagerung bei BHT-Zusatz aufweist 
(Abb. 5.4, Tab. 5.14). Der Kunststoff DT4 zeigt bei allen vier Versuchsbedingungen eine er-
höhte, statistisch bedeutsame bakterielle mediane Adhäsion bei Zusatz von 1% BHT. Für Ox 
50 wird bis auf S. mutans ohne Pellikel die erhöhte Anlagerung bei BHT-Zusatz signifikant. 
Der Kunststoff GK 0,7 UF silanisiert zeigt signifikante Unterschiede im Fall der Adhäsion 
von S. mutans mit Pellikel und S. sanguinis ohne Pellikel. Der Unterschied bei K6 silanisiert 
wird bei S. sanguinis mit Pellikel signifikant, wohingegen K6 nicht silanisiert bis auf S. mu-
tans mit Pellikel für alle Bedingungen einen signifikanten Unterschied aufweist. R709 zeigt 
keine statistisch bedeutsamen Unterschiede der Adhäsion zwischen 0 bzw. 1% BHT. 
 
Tabelle 5.14: statistische Auswertung (Mann-Whitney U-Test; α = .05; n = 10) für die Auswirkung von BHT-











0% vs. 1% BHT 
.123 .000* .004* .002* 
R709 
0% vs. 1% BHT 
.436 .436 .165 .075 
DT4 
0% vs. 1% BHT 
.000* .035* .003* .004* 
GK 0,7 UF silanisiert 
0% vs. 1% BHT 
.123 .004* .002* .089 
K6 silanisiert 
0% vs. 1% BHT 
.912 .165 .796 .009* 
K6 nicht silanisiert 
0% vs. 1% BHT 
.000* .190 .000* .000* 
*p < .05 
 




Abbildung 5.4: Boxplots; relative Fluoreszenzintensitäten für Kunststoffe ohne und mit BHT-Zusatz (○ = Aus-




5.3.4 Vergleich von Streptococcus mutans und Streptococcus sanguinis 
 
Bei der Versuchsbedingung ohne Pellikel kann eine vermehrte Anlagerung von S. sanguinis, 
im Vergleich zu S. mutans, an allen 13 Materialien beobachtet werden (Abb. 5.5). Diese er-
höhte Adhäsion von S. sanguinis wird bei den Kunststoffen Ox 50 0% bzw. 1% BHT, R709 
0% bzw. 1% BHT, sowie für K6 nicht silanisiert 0% BHT und der Grundmasse statistisch 
signifikant (Tab. 5.15). 
Bei Anlagerung der Bakterien mit vorhandenem Pellikel lässt sich eine erhöhte mediane Ad-
häsion von S. sanguinis, verglichen mit S. mutans für fünf Kunststoffe beobachten (Ox 50 0% 
bzw. 1% BHT, DT4 0% bzw. 1% BHT und K6 nicht silanisiert 1% BHT; Abb. 5.6). Hierbei 
wird der Unterschied für Ox 50 0% bzw. 1% BHT statistisch signifikant (Tab. 5.15). Die acht 
anderen Kunststoffe zeigen eine vermehrte Anlagerung von S. mutans, im Vergleich zu S. 
sanguinis, wobei dieses erhöhte Anlagerungsniveau nur bei GK 0,7 UF silanisiert 1% BHT 
signifikant wird. 
 




S. mutans vs. S. sanguinis 
ohne Pellikel 
S. mutans vs. S. sanguinis 
mit Pellikel 
1 Ox 50 0% BHT .000* .011* 
2 Ox 50 1% BHT .002* .001* 
3 R709 0% BHT .001* .247 
4 R709 1% BHT .007* 1.000 
5 DT4 0% BHT .315 .529 
6 DT4 1% BHT .436 .165 
7 GK 0,7 UF silanisiert 0% BHT .165 .796 
8 GK 0,7 UF silanisiert 1% BHT .190 .043* 
9 K6 silanisiert 0% BHT .739 .436 
10 K6 silanisiert 1% BHT .684 .353 
11 K6 nicht silanisiert 0% BHT .004* .165 
12 K6 nicht silanisiert 1% BHT .105 .971 
13 Grundmasse .023* .971 





Abbildung 5.5: Boxplots; relative Fluoreszenzintensitäten für die Anlagerung von S. mutans und S. sanguinis 




Abbildung 5.6: Boxplots; relative Fluoreszenzintensitäten für die Anlagerung von S. mutans und S. sanguinis 




5.3.5 Auswirkungen des Pellikels auf die bakterielle Adhäsion 
 
Bei Betrachtung der Auswirkung des Pellikels auf die Adhäsion von S. mutans und S. sangui-
nis zeigt sich, sowohl für die Adhäsion von S. mutans als auch von S. sanguinis, eine tenden-
ziell höhere mediane Anlagerung bei Vorhandensein eines Pellikels (Abb. 5.1, Abb. 5.2). Im 
Fall von S. mutans wird dieser Unterschied, ausgenommen DT4 0% BHT, für alle Materialien 
statistisch bedeutsam (Tab. 5.16). Bei Anlagerung von S. sanguinis zeigt sich bei Anlagerung 
mit Pellikel eine signifikant höhere Adhäsion bei sechs Materialien (R709 1% BHT, DT4 1% 
BHT, GK 0,7 UF silanisiert 0% bzw. 1% BHT, K6 silanisiert 1% BHT und K6 nicht silani-
siert 0% BHT), im Vergleich zur Anlagerung ohne Pellikel. 
 
Tabelle 5.16: statistische Auswertung (Mann-Whitney U-Test; α = .05; n = 10) für Auswirkung des Pellikels auf 
die bakterielle Adhäsion 
 
Material 
ohne Pellikel vs. Pellikel  
(S. mutans) 
ohne Pellikel vs. Pellikel  
(S. sanguinis) 
1 Ox 50 0% BHT .000* .123 
2 Ox 50 1% BHT .000* 1.000 
3 R709 0% BHT .000* .105 
4 R709 1% BHT .002* .019* 
5 DT4 0% BHT .280 .143 
6 DT4 1% BHT .009* .000* 
7 GK 0,7 UF silanisiert 0% BHT .005* .002* 
8 GK 0,7 UF silanisiert 1% BHT .000* .023* 
9 K6 silanisiert 0% BHT .035* .143 
10 K6 silanisiert 1% BHT .004* .002* 
11 K6 nicht silanisiert 0% BHT .000* .011* 
12 K6 nicht silanisiert 1% BHT .011* .089 
13 Grundmasse .000* .063 







Zwischen der bakteriellen Adhäsion unter den vier Versuchsbedingungen (S. mutans ohne 
Pellikel, S. mutans mit Pellikel, S. sanguinis ohne Pellikel, S. sanguinis mit Pellikel) und der 
Oberflächenrauigkeit lässt sich keine statistisch bedeutsame Korrelation feststellen. Ebenso 
kann zwischen der freien Oberflächenenergie und der Bakterienadhäsion für keine der Ver-
suchsbedingungen ein statistisch signifikanter Zusammenhang beobachtet werden. Zwischen 
der Oberflächenrauigkeit und der freien Oberflächenenergie zeigt sich, mit einem Korrelati-
onskoeffizienten von 0.401 ebenfalls nur eine niedrige, statistisch nicht bedeutsame Korrela-
tion. 
Eine hohe mediane Anlagerung bei allen vier Versuchsbedingungen findet man bei Ox 50 0% 
bzw. 1% BHT und K6 nicht silanisiert 1% BHT. Ox 50 1% BHT zeigt hierbei bei drei Bedin-
gungen die signifikant höchste Anlagerung, im Vergleich zu allen anderen Materialien. Auf 
einem mittleren Anlagerungsniveau liegen die Kunststoffe R709 1% BHT, DT4 1% BHT und 
GK 0,7 UF silanisiert 1% BHT. Niedrige mediane Adhäsionswerte kann man für sechs 
Kunststoffe (R709 0% BHT, DT4 0% BHT, GK 0,7 UF silanisiert 0% BHT, sowie K6 silani-
siert 0% bzw. 1% BHT und K6 nicht silanisiert 1 % BHT) beobachten. Die niedrigste media-
ne bakterielle Adhäsion, über alle vier Versuchsbedingungen gesehen, zeigt sich für die 
Grundmasse. 
Bei den beiden Materialien (K6 0% BHT, K6 1% BHT), die jeweils silanisierte bzw. nicht 
silanisierte Füllkörper enthalten, kann man über alle vier Versuchsbedingungen gesehen, in 
sieben Vergleichen (87,5%) eine tendenziell höhere mediane bakterielle Adhäsion an den 
Kunststoffen mit nicht silanisierten Füllkörpern beobachten. Dieser Unterschied wird für drei 
der sieben Vergleiche (43%) statistisch bedeutsam. In einem Vergleich (12,5%) zeigt sich 
eine höhere, nicht signifikante Anlagerung von Bakterien an einem Kunststoff mit silanisier-
ten Füllkörpern. 
Sechs Materialien (Ox 50, R709, DT4, GK 0,7 UF silanisiert, K6 silanisiert, K6 nicht silani-
siert) unterscheiden sich jeweils in der Menge (0% bzw. 1%) des Inhibitors BHT. Über alle 
vier Versuchsbedingungen gesehen, findet man in 23 Vergleichen (96%) eine tendenziell hö-
here mediane Adhäsion von Bakterien bei Zusatz von 1% BHT, im Vergleich zu 0% BHT. 
Dabei wird der Unterschied in 13 Vergleichen (57%) signifikant. Bei einem Vergleich (4%) 
kann eine höhere, statistisch nicht bedeutsame Anlagerung von Bakterien bei 0% BHT, ver-
glichen mit 1% BHT, beobachtet werden. 
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Im Vergleich von S. mutans und S. sanguinis zeigt sich bei Anlagerung der Bakterien ohne 
Pellikel bei allen 13 Materialien eine tendenziell höhere mediane Adhäsion von S. sanguinis. 
Dieser Unterschied wird bei sechs der 13 Kunststoffe (46%) statistisch bedeutsam. Bei den 
Versuchsbedingungen mit Pellikel findet man eine tendenziell höhere mediane Anlagerung 
von S. sanguinis, verglichen mit S. mutans, bei fünf Materialien (38%). Für zwei der fünf Ma-
terialien (40%) wird dieser Unterschied signifikant. Für die restlichen acht Kunststoffe (62%) 
kann eine höhere mediane Adhäsion von S. mutans beobachtet werden, im Vergleich zu S. 
sanguinis. Die höhere Anlagerung von S. mutans zeigt für ein Material (12,5%) statistische 
Signifikanz.  
Bei Betrachtung der Auswirkung des Pellikels kann für die Anlagerung von S. mutans mit 
vorhandenem Pellikel bei allen 13 Materialien eine tendenziell höhere mediane Adhäsion 
festgestellt werden, im Vergleich zur Anlagerung ohne Pellikel. Dieser Unterschied wird für 
12 Materialien (92%) signifikant. Für die Anlagerung von S. sanguinis mit Pellikel zeigt sich 
ebenfalls für alle 13 Kunststoffe eine tendenziell höhere mediane Adhäsion, verglichen mit 







6.1 Diskussion der Methoden  
 
Bei der vorliegenden Untersuchung handelt es sich um eine einfache, reproduzierbare und 
präzise in vitro Studie [BÜRGERS et al., 2008]. Sie wurde verwendet, um die bakterielle Ad-
häsion auf Kunststoffen mit verschiedenen Füllkörpern zu untersuchen. Zum Vergleich der 
Adhäsion der Bakterien anhand der Materialeigenschaften wurde der Anlagerungsversuch 
ohne Pellikel durchgeführt, da es durch das Pellikel zu einer Homogenisierung der ursprüngli-
chen Oberflächeneigenschaften kommt [HAHNEL et al., 2008]. Um die Auswirkungen des 
Pellikels auf die bakterielle Adhäsion zu untersuchen, wurden die Versuche zusätzlich mit 
vorangehender Pellikelbildung durchgeführt, da Bakterien in vivo an einer pellikel-
beschichteten Oberfläche und nicht direkt an einer Oberfläche binden [HAHNEL et al., 2008]. 
Durch die angefertigten Rasterelektronenmikroskopaufnahmen kann eine direkte Adhäsion 




Bei der Auswahl des Versuchsaufbaus musste zunächst entschieden werden, ob der Versuch 
in vivo oder in vitro durchgeführt werden soll. Dabei sollten möglichst realitätsnahe Ver-
suchsbedingungen geschaffen werden, damit die Adhäsion der Bakterien im Versuch weitge-
hend der bakteriellen Adhäsion in der Mundhöhle entspricht. Der Vorteil der in vivo Ver-
suchsaufbauten ist die Bildung eines Pellikels unter physiologischen Bedingungen. Nachteil 
dieses Vorgehens ist jedoch die schlechte Standardisierbarkeit aufgrund der unterschiedlichen 
Zusammensetzung des Pellikels an verschiedenen Stellen in der Mundhöhle, sowie bei unter-
schiedlichen Speichelflussraten [CARLÉN et al., 1998; HANNIG et al., 1997; HOLSINGER 
et al., 2007; RANTONEN et al., 1998; VAUPEL, 2007]. Hannig et al.. konnten zeigen, dass 
die Quantität und Qualität des Pellikels unterschiedlich sind, wenn Proben aus gleichem Ma-
terial bukkal oder lingual befestigt werden [HANNIG et al., 1999]. Dies kann, ebenso wie die 
an verschiedenen Stellen unterschiedlich stark ausgeprägten Scherkräfte und Selbstreini-
gungskräfte, zu einer unterschiedlich starken Pellikelbildung auf der Oberfläche der Prüfkör-
6 Diskussion 
65 
per führen [CARLÉN et al., 1998]. Die interindividuelle, wie auch die intraindividuelle Prote-
inzusammensetzung und -konzentration des Speichels zeigt starke Variationen [HOLSINGER 
et al., 2007; RUDNEY et al., 1991; VAUPEL, 2007]. Jedoch kann man den Unterschied zwi-
schen in vivo und in vitro Studien nicht einfach auf die Anwesenheit von Speichel reduzieren, 
da eine Vielzahl von Faktoren, wie Koadhäsion mit anderen Bakterienspezies oder tägliche 
Nahrungsaufnahme, die Adhäsion von Bakterien in der Mundhöhle beeinflusst [AN et al., 
1998; KATSIKOGIANNI et al., 2004]. 
Aufgrund der schwer kontrollierbaren Rahmenbedingungen bei einer in vivo Untersuchung 
wurde in der vorliegenden Untersuchung ein in vitro Versuchsaufbau vorgezogen. Auch die 
hohe Anzahl an Probekörpern (195 pro Versuch) sprach gegen eine in vivo Versuchsdurch-
führung. Bei Verwendung natürlichen Speichels unter in vitro Bedingungen können durchaus 
signifikante Unterschiede der Pellikelbildung, im Vergleich zur Bildung in vivo beobachtet 
werden [AL-HASHIMI et al., 1989; CARLÉN et al., 1998]. Daher wurde in der vorliegenden 
Untersuchung ein künstlicher Speichel verwendet, um Einflüsse der Proteinzusammensetzung 
und -konzentration des natürlichen Speichels zu beseitigen. Die verwendete Proteinmischung 
bestand aus PBS, das mit Mucin, α-Amylase, Albumin und Lysozym angereichert ist. Die 
Konzentration der Proteine war ähnlich der des Speichels [HAHNEL et al., 2009]. Um die 
Scherspannung der Mundhöhle zu imitieren, wurden die Versuche unter halbstatischen Inku-
bationsbedingungen in einem Schüttelinkubator durchgeführt [HAHNEL et al., 2008]. Eine 
Einwirkzeit des Speichels von zwei Stunden wurde gewählt, da sich nach dieser Zeit ein 
Gleichgewicht zwischen Proteinadsorption und -desorption einstellt und das Pellikel seine 
maximale Dicke erreicht hat [HANNIG et al., 1997; SKJORLAND et al., 1995]. 
 
6.1.2 Auswahl des Testkeims 
 
Aufgrund der großen Anzahl verschiedener Mikroorganismen in der Mundhöhle war es not-
wendig einen repräsentativen Keim für die Untersuchungen auszuwählen. Viele Studien ver-
wendeten bei Bakterienanlagerungsversuchen Streptokokken als Testkeime, da sie zu den so-
genannten früh kolonisierenden Bakterien gehören [GAINES et al., 2003; WHITTAKER et 
al., 1996]. Durch ihre vielfältigen Möglichkeiten zur Interaktion mit Speichelbestandteilen 
und dem entstehenden Pellikel, dominieren sie mengenmäßig unter den initial bindenden Bak-
terien [LEE et al., 1996; NYVAD et al. 1990]. S. mutans und S. sanguinis wurden als reprä-
sentative Mikroorganismen ausgewählt, da sie eine der häufigsten in der Mundhöhle sind 
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[KAWASHIMA et al., 2003]. Sie sind in der Lage, der antimikrobiellen Wirkung des Spei-
chels standzuhalten [IACONO et al., 1980]. Vor allem S. sanguinis ist einer der ersten und 
wichtigsten Frühbesiedler [BECKER et al., 2002; LI et al., 2004; MARCHANT et al., 2001; 
ROSAN et al., 2000]. S. mutans wird in der frühen dentalen Plaque vorgefunden und als einer 
der wichtigsten Verursacher von Karies angesehen [GAINES et al., 2003; NYVAD et al., 
1990; SELWITZ et al., 2007]. Bei der initialen Adhäsion von Bakterien handelt es sich um 
unspezifische Bindungen, wie hydrophobe Wechselwirkungen und van der Waals-Kräfte, 
wodurch von einer Adhäsion der beiden Spezies während der zweistündigen Inkubationszeit 
ausgegangen werden kann [AHN et al., 2003; LOGAN et al., 1998]. Aufgrund des Multispe-
zies-Charakters des Biofilms [BRADSHAW et al., 1996; GILBERT et al., 1997] wird oft ge-
fordert, Keimsuspensionen aus neun oder zehn verschiedenen Mikroorganismen zu verwen-
den. Diese sollten, wenn möglich, das in der Mundhöhle vorkommende Spektrum möglichst 
breit gefächert abdecken, um besser auf die in vivo Situation schließen zu können [DIBDIN et 
al., 1999; PRATTEN et al., 1998; WILSON et al., 1999]. Aufgrund der Komplexität der indi-
viduellen Bakterienoberfläche und der unvorhersehbaren Einflüsse verschiedener Bakterien-
stämme, dürfen die Ergebnisse jedoch nicht einfach auf die klinische in vivo Situation über-
tragen werden [BUSSCHER et al., 1986]. Für die Versuche wurde jeweils nur ein Stamm 
(Monokultur) von S. mutans bzw. S. sanguinis verwendet, um ein möglichst einfaches Modell 
mit hoher Reproduzierbarkeit zu erhalten. Ein weiterer wichtiger Aspekt für die Auswahl von 
S. mutans und S. sanguinis ist deren Fähigkeit über einen gewissen Zeitraum ohne zusätzliche 




Fluoreszenztechniken haben in der letzten Zeit zu schnelleren und reproduzierbareren Quanti-
fizierungsverfahren geführt, bei denen die potentiellen Messfehler minimiert wurden [AN et 
al., 1997; GAINES et al., 2003; LOGAN et al., 1998]. Die Resazurin-Reduktions-Methode, 
die in dieser Untersuchung angewendet wurde, ist ein gängiger Test für die quantitative Aus-
wertung von lebenden Zellen in vitro [HAHNEL et al., 2008; ROSENTRITT et al., 2008]. 
Die Auswertung der Adhäsion über die Fluoreszenzfärbung Alamar-Blue bietet den Vorteil, 
dass nur lebende Zellen gemessen werden, da der Farbstoff Resazurin nur von metabolisch 
aktiven Bakterien zu Resorufin reduziert wird [NAKAYAMA et al., 1997; O’BRIEN et al., 
2000; VOYTIK-HARBIN et al., 1998]. Dabei findet sich eine direkte Korrelation von Resa-
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zurin zu fluoreszierendem Resorufin und der Anzahl lebender Zellen [DE FRIES et al., 1995; 
NAKAYAMA et al., 1997; O’BRIEN et al., 2000; VOYTIK-HARBIN et al., 1998]. Für 
metabolisch nicht mehr aktive Zellen kann nur eine geringe Fluoreszenz gegenüber metabo-
lisch aktiven Zellen, unabhängig von der verwendeten Resazurinkonzentration, nachgewiesen 
werden [O’BRIEN et al., 2000]. Aufgrund des zweimaligen Waschvorgangs mit PBS nach 
Abschluss der Inkubation mit S. mutans bzw. S. sanguinis kann nicht ausgeschlossen werden, 
dass adhärierte Bakterien von der Oberfläche der Probekörper gelöst wurden, was in der an-
schließenden Quantifizierung eine geringere Menge von Mikroorganismen ergeben würde. 
Der Spülvorgang war jedoch notwendig, um einen Einfluss durch nicht adhärierte Bakterien 
auszuschließen. 
 
6.2 Diskussion der untersuchten Materialien 
 
Komposite zeigen, im Vergleich zu anderen dentalen Werkstoffen wie Metallen oder Kerami-
ken, eine signifikant höhere Anlagerung von Bakterien [EICK et al., 2004; ROSENTRITT et 
al., 2008; ZALKIND et al., 1998]. Für einige Komposite konnten jedoch auch ähnlich niedri-
ge Adhäsionswerte wie für Keramiken gefunden werden [ROSENTRITT et al., 2008]. Eick et 
al.. fanden eine erhöhte Adhäsion von S. mutans an Kompositen, verglichen mit Keramiken 
[EICK et al., 2004], was darauf hindeutet, dass spezielle Monomere oder Füllkörper die bak-
terielle Adhäsion begünstigen [ROSENTRITT et al., 2008]. Für Komposite auf Bis-Acrylat-
Basis konnten Bürgers et al.. eine niedrige Anlagerung von Bakterien beobachten [BÜR-
GERS et al., 2007]. Für neuere Komposite, die auf Siloranen basieren, zeigt sich eine signifi-
kant niedrigere Adhäsion von Bakterien, verglichen mit konventionellen Kompositen auf 
Methacrylatbasis [BÜRGERS et al., 2009]. Im Vergleich mit Glasionomerzementen zeigen 
Komposite auf Kunstharzbasis eine tendenziell erhöhte bakterielle Adhäsion [BÜRGERS et 
al., 2009]. 
Bei den untersuchten Materialien handelte es sich um experimentelle Kunststoffe mit unter-
schiedlichen Füllkörpern. Die Matrix bestand aus dem Basismonomer Bis-GMA und dem 
Comonomer TEGDMA, welches weit verbreitete Monomere in Kompositen sind 
[PEUTZFELDT, 1997]. Hansel et al.. zeigten in ihren Untersuchungen, dass die Basismono-
mere Bis-GMA und UDMA keinen bzw. einen geringfügig wachstumshemmenden Einfluss 
auf die Bakterien besitzen [HANSEL et al., 1998]. Satou et al.. fanden hingegen für das hyd-
rophobe Bis-GMA eine vermehrte Bakterienanlagerung aufgrund der Bindung an die beiden 
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freien Hydroxylgruppen [SATOU et al., 1996]. Die Comonomere TEGDMA und EGDMA 
zeigen einen wachstumsfördernden Einfluss [HANSEL et al., 1998]. An Kompositen mit ähn-
licher chemischer Zusammensetzung von Matrix und Füllkörpern kann eine ähnlich stark 
ausgeprägte Anlagerung von Bakterien beobachtet werden [BÜRGERS et al., 2009]. In der 
vorliegenden Untersuchung konnte, im Hinblick auf die Kunststoffzusammensetzung, kein 
Unterschied der bakteriellen Adhäsion erwartet werden, da alle untersuchten Materialien auf 
derselben Grundmatrix basierten. In vivo Untersuchungen zeigen aufgrund des Rest-
monomergehalts eine initial geringe bakterielle Besiedelung [KRÄMER et al., 1990]. Dieser 
Einfluss wurde in der vorliegenden Untersuchung durch eine einwöchige Wasserlagerung der 
Probekörper vor Versuchsdurchführung minimiert [HAHNEL et al., 2008]. 
 
6.3 Diskussion der Ergebnisse 
 
Bei einzelnen Fluoreszenzmessungen in den vier Versuchsbedingungen wurden teilweise rela-
tiv hohe Abweichungen beobachtet. Sogar auf verschiedenen Probekörpern desselben Materi-
als. Dies wird auch von anderen Autoren berichtet, die in ihren Untersuchungen große Stan-
dardabweichungen fanden [GRIVET et al., 2000; SARDIN et al., 2004; SATOU et al., 1988; 
TANNER et al., 2000; TAYLOR et al., 1998]. Auch aufgrund des verwendeten Kunstspei-
chels, der aus nur vier unterschiedlichen Bestandteilen bestand, kann von den gefundenen 
Ergebnissen nicht ohne Weiteres auf die in vivo Situation in der Mundhöhle geschlossen wer-
den. 
 
6.3.1 Einfluss der Oberflächeneigenschaften 
 
In zahlreichen Studien wurde gezeigt, dass die physikalisch-chemischen Eigenschaften der 
Probekörperoberfläche, vor allem Oberflächenrauigkeit und freie Oberflächenenergie, die 
Adhäsion von Bakterien in vitro und in vivo beeinflussen [AN et al., 1998; QUIRYNEN et al., 
1995; SARDIN et al., 2004; TEUGHELS et al., 2006]. Der Einfluss der Rauigkeit zeigt hier-
bei die stärksten Auswirkungen [EICK et al., 2004; KAWAI et al., 2001; MORGAN et al., 
2001; QUIRYNEN et al., 1995; TAYLOR et al., 1998; TEUGHELS et al., 2006]. Mikrosko-
pische Untersuchungen deuten darauf hin, dass Mikrokratzer auf den Materialoberflächen für 
die initiale Bindung von Bakterien verantwortlich sind [HANNIG et al., 1999; NYVAD et al., 
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1987]. Bürgers et al.. fanden in ihrer Untersuchung, trotz signifikanter Unterschiede der Ober-
flächenrauigkeit, keine generelle Korrelation zur Menge der adhärierten Bakterien [BÜR-
GERS et al., 2009]. Demzufolge müssen auch andere Oberflächeneigenschaften die Bakteri-
enadhäsion beeinflussen. Durch Politur der Probekörper unter einen Wert von 0,2 µm wurde 
in der vorliegenden Untersuchung der Einfluss der Rauigkeit ausgeschlossen (Abb. 6.1 bis 
6.4). Unter dem Schwellenwert von 0,2 µm kann keine weitere Verminderung der bakteriellen 
Adhäsion erreicht werden [BOLLEN et al., 1997; QUIRYNEN et al., 1996]. Folglich können 
die Unterschiede der Bakterienadhäsion nicht auf Unterschiede der Oberflächenrauigkeit zu-
rückgeführt werden. Dabei bestätigt die vorliegende Untersuchung diese Hypothese, da bei 
medianen Rauigkeitswerten zwischen 0,04 und 0,08 µm keine signifikante Korrelation zwi-
schen Rauigkeit und der Menge adhärierter Bakterien gefunden wurde.  
 
  
Abbildung 6.1: Oberfläche R709 1% BHT (1700x) Abbildung 6.2: Oberfläche DT4 0% BHT (3750x) 
  
Abbildung 6.3: Oberfläche GK 0,7 UF silanisiert 0% 
BHT (3800x) 
Abbildung 6.4: Oberfläche Grundmasse (1740x) 
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Bei Materialien mit hoher freier Oberflächenenergie kann, sowohl bei in vitro als auch in vivo 
Studien, eine signifikant erhöhte Plaqueanlagerung beobachtet werden, im Vergleich zu Mate-
rialien mit niedrigen Oberflächenenergien [HAHNEL et al., 2008; QUIRYNEN et al., 1995; 
TEUGHELS et al., 2006; VAN DIJK et al., 1987]. Mehrere Autoren fanden für zahlreiche 
Stämme von S. mutans hohe freie Oberflächenenergien (> 100 mJ/m
2
) [PRATT-TERPSTRA 
et al., 1989; WEERKAMP et al., 1985; WEERKAMP et al., 1988]. Da Bakterien mit hoher 
freier Oberflächenenergie bevorzugt an Materialoberflächen mit ebenfalls hoher Oberflächen-
energie haften [AHN et al., 2003; MABBOUX et al., 2004; QUIRYNEN et al., 1995; 
STEINBERG et al., 2004; WEERKAMP et al., 1988], kann eine erhöhte bakterielle Adhäsion 
an Materialien mit hoher freier Oberflächenenergie erwartet werden. Durch Alterung kommt 
es zu einer Abnahme der freien Oberflächenenergie der Kunststoffoberfläche, was sich in 
einer reduzierten Menge adhärierter Bakterien zeigt [BÜRGERS et al., 2009]. In der vorlie-
genden Untersuchung weisen die untersuchten Materialien freie Oberflächenenergien zwi-
schen 33,00 und 46,58 mJ/cm
2
 auf. GK 0,7 UF silanisiert 1% BHT besitzt die höchste mittlere 
freie Oberflächenenergie (46,58 mJ/cm
2
) aller getesteten Materialien und zeigt in den Unter-
suchungen auch hohe Adhäsionswerte. Für den Kunststoff Ox 50 0% BHT mit einer niedrigen 
Oberflächenenergie von 36,89 mJ/cm
2
 kann man jedoch ebenfalls eine erhöhte Anlagerung 
von Bakterien in allen vier Versuchen beobachten. Zugleich zeigen die Materialien R709 0% 
BHT (33,00 mJ/cm
2
) und DT4 0% BHT (33,31 mJ/cm
2
) mit einer niedrigen freien Oberflä-
chenenergie niedrige Adhäsionswerte. Für DT4 1% BHT findet man bei einer niedrigen freien 
Oberflächenenergie (35,21 mJ/cm2) eine mittlere bakterielle Adhäsion. Die übrigen Kunst-
stoffe besitzen eine ähnliche freie Oberflächenenergie (38,01 bis 42,07 mJ/cm
2
) und zeigen 
mittlere bis niedrige Adhäsionswerte. Jedoch kann man für keinen der durchgeführten Anla-
gerungsversuche eine statistisch bedeutsame Korrelation zwischen der Adhäsion von Bakteri-
en und der freien Oberflächenenergie erkennen. 
Die Menge der adhärierten Bakterien ändert sich mit einer Vielzahl von verschiedenen Ober-
flächenparametern, da die bakterielle Adhäsion ein multifaktorieller Prozess ist und nicht nur 
auf Oberflächenrauigkeit und freie Oberflächenenergie reduziert werden kann [WHITEHEAD 
et al., 2006]. Ebenso sind nicht nur die Eigenschaften der Kunststoffoberflächen für die bakte-
rielle Adhäsion von Bedeutung. Auch der hydrophobe Charakter der verwendeten Bakterien-
stämme spielt eine Rolle, welcher von verwendetem Kulturmedium, Bakterienalter und der 




6.3.2 Auswirkungen der verschiedenen Füllkörper 
 
Als Füllkörper in den untersuchten Materialien wurden SiO2 und Ba-Al-B-Silikat verwendet. 
Die Konzentration der Füllkörper betrug 30 Gew.-% und liegt unter den Füllkörperkonzentra-
tionen von heutzutage verwendeten Kompositen, die einen Füllerkörperanteil von 70 - 80 
Gew.-% erreichen [PHILLIPS, 1991; WILLEMS et al., 1993]. Die Größe der in dieser Studie 
verwendeten Füllkörper wurde in deren mittleren spezifischen Oberfläche angegeben, welche 
die gesamte Oberfläche der Füllkörper erfasst. Mit zunehmender Feinheit der Füllkörper 
kommt es zu einer Zunahme der mittleren spezifischen Oberfläche [GYSAU, 2007]. Dabei ist 
die spezifische Oberfläche nicht nur von der Größe, sondern auch von der Form der Füllkör-
per abhängig. So weisen lamellare (plättchenförmige) Füllkörper größere spezifische Oberflä-
chen auf als nodulare Füllkörper mit vergleichbarer Partikelgröße [GYSAU, 2007]. Die mitt-
leren spezifischen Oberflächen der in der vorliegenden Studie verwendeten Füllkörper lagen 
zwischen 0,6 und 150 m
2
/g. Faltermeier et al.. fanden in ihrer Untersuchung keinen signifi-
kanten Einfluss von Füllkörpern in Kompositadhäsiven auf Kunstharzbasis auf die bakterielle 
Adhäsion [FALTERMEIER et al., 2007]. Im Vergleich verschiedener ungefüllter Kunststoffe 
mit einem mit SiO2 gefüllten Kunststoff wurde ebenfalls kein signifikanter Unterschied in der 
Bakterienanlagerung beobachtet [FALTERMEIER et al., 2008]. Die niedrigsten Adhäsions-
werte werden bei ungefüllten Kompositen gefunden [FALTERMEIER et al., 2007; HAHNEL 
et al., 2008]. Konventionelle Komposite mit Makrofüllern begünstigen hingegen die bakteri-
elle Adhäsion [HELLWIG et al., 2006]. Auch in der vorliegenden Studie zeigt sich für den 
Kunststoff ohne Füllköper (Grundmasse) eine niedrige bakterielle Adhäsion in allen vier Ver-
suchsbedingungen.  
Für die drei Materialien mit SiO2-Füllkörper und 0% BHT (Ox 50, R709, DT4) zeigen sich 
bei R709 und DT4 ähnliche Adhäsionswerte (Abb. 6.5 und 6.6). Bei Ox 50 kann man eine 
höhere bakterielle Adhäsion beobachten (Abb. 6.7 und 6.8). Diese Tendenz der drei Materia-
lien zeigt sich auch bei Zusatz von 1% BHT, wobei hier bei allen drei Materialien ein höheres 





/g) zeigen deutliche Unterschiede der mittleren spezifischen Oberfläche, weisen 
allerdings ähnliche Werte in der bakteriellen Adhäsion auf. Für Ox 50 mit einer hohen Anla-
gerung bei allen vier Versuchsbedingungen, findet man eine mittlere spezifische Oberfläche 
von 50 m
2
/g. Es lässt sich daher kein Zusammenhang der bakteriellen Adhäsion mit der mitt-





Abbildung 6.5: Niedrige Anlagerung von S. sanguinis 
ohne Pellikel an R709 0% BHT (3800x) 
Abbildung 6.6: Niedrige Anlagerung von S. mutans 
mit Pellikel an DT4 0 % BHT (3800x) 
  
Abbildung 6.7: Hohe Anlagerung von S. sanguinis 
ohne Pellikel an Ox 50 0% BHT (1740x) 
Abbildung 6.8: Hohe Anlagerung von S. mutans mit 
Pellikel an Ox 50 1% BHT (1740x) 
 
Drei Materialien (GK 0,7 UF silanisiert, K6 silanisiert bzw. nicht silanisiert) enthalten Ba-Al-
B-Silikat-Füllkörper. Für die Materialien ohne BHT-Zusatz zeigen sich ähnlich niedrige Ad-
häsionswerte über alle vier Versuchsbedingungen (Abb. 6.9 bis 6.11). Bei Zusatz von 1% 
BHT findet man für GK 0,7 UF silanisiert und K6 nicht silanisiert höhere Werte der bakteriel-
len Adhäsion (Abb. 6.12 und 6.13), verglichen mit K6 silanisiert, welches eine geringere Bak-
terienanlagerung aufweist (Abb. 6.14). Die mittlere spezifische Oberfläche dieser Materialien 
ist für GK 0,7 UF silanisiert 13 m
2
/g und für K6 silanisiert bzw. nicht silanisiert 0,6 m
2
/g. 
Auch hier lässt sich kein Zusammenhang der Bakterienadhäsion mit der mittleren spezifi-





Abbildung 6.9: Niedrige Anlagerung von S. mutans 
ohne Pellikel an K6 silanisiert 0% BHT (3800x) 
Abbildung 6.10: Niedrige Anlagerung von S. sangui-
nis mit Pellikel an GK 0,7 UF silanisiert 0% BHT 
(1740x) 
  
Abbildung 6.11: Niedrige Anlagerung von S. sangui-
nis ohne Pellikel an K6 nicht silanisiert 0% BHT 
(3800x) 
Abbildung 6.12: Hohe Anlagerung von S. mutans 
ohne Pellikel an GK 0,7 UF silanisiert 1% BHT 
(1740x) 
  
Abbildung 6.13: Hohe Anlagerung von S. sanguinis 
mit Pellikel an K6 nicht silanisiert (3800x) 
Abbildung 6.14: Niedrige Anlagerung von S. mutans 




Im Vergleich der beiden Füllkörpermaterialien SiO2 und Ba-Al-B-Silikat, kann man für die 
Materialien ohne BHT-Zusatz, mit Ausnahme von Ox 50, ähnlich niedrige Adhäsionswerte 
beobachten. Bei Zusatz von 1% BHT zeigen die Materialien R709, DT4 (beide SiO2) und GK 
0,7 UF silanisiert, K6 nicht silanisiert (beide Ba-Al-B-Silikat) ähnliche Anlagerungswerte. 
Für Ox 50 (SiO2) findet man höhere Werte, für K6 silanisiert (Ba-Al-B-Silikat) niedrigere 
Werte, verglichen mit den Materialien ohne BHT-Zusatz. Dabei zeigen die SiO2-Füllkörper 
(40 bis 150 m
2
/g) höhere mittlere spezifische Oberflächen als Ba-Al-B-Silikat -Füllkörper 
(0,6 bis 13 m
2
/g). Daraus kann man schließen, dass sowohl die mittlere spezifische Oberflä-
che, als auch das Material des Füllkörpers keinen Einfluss auf die bakterielle Adhäsion be-
sitzt. 
Die Unterschiede in den Anlagerungsniveaus zeigen sich bei allen vier Versuchsbedingungen, 
was keinen homogenisierenden Effekt des Pellikels erkennen lässt. Jedoch zeigen sich für die 
einzelnen Materialien Unterschiede im Hinblick auf BHT-Zusatz bzw. Silanisierung der Füll-
körper. Diese scheinen die Adhäsion von S. mutans und S. sanguinis stärker zu beeinflussen 
als das Material bzw. die mittlere spezifische Oberfläche der Füllkörper. 
 
6.3.3 Auswirkungen der Silanisierung der Füllkörper 
 
Durch Silanisierung der Füllkörper kommt es zur Hydrophobierung der Füllköper, was not-
wendig ist, um einen Verbund zur hydrophoben Matrix zu gewährleisten [HELLWIG et al., 
2006; KARABELA et al., 2008]. In zahlreichen Studien konnte gezeigt werden, dass es auf 
einer hydrophoben Oberfläche zu einer erhöhten Ansammlung von Proteinen kommt 
[CHRISTERSSON et al., 2000; EICK et al., 2006; LINDH et al., 1999; LINDH, 2002; 
LINDH et al. 2002; NORDE, 1995; VASSILAKOS et al., 1992; VASSILAKOS et al., 1993]. 
Einige der im Speichel enthaltenen Proteine dienen dabei als spezifische Bindungsstellen für 
Bakterien [GE et al., 2004; SCANNAPIECO et al., 1995; WHITTAKER et al., 1996]. Durch 
Hydrophilieren der Oberfläche fanden Okada et al.. in ihrer Untersuchung eine Inhibition der 
Biofilmbildung [OKADA et al., 2008]. Da Streptokokken hydrophobe Oberflächen besitzen 
[COURTNEY et al., 2009], binden sie bevorzugt an hydrophoben Oberflächen [AN et al., 
1998; MORGAN et al., 2001; QUIRYNEN et al., 1995]. Nicht silanisierte Füllkörper weisen 
jedoch hydrophile Eigenschaften auf, was den Verbund mit der hydrophoben Matrix ver-
schlechtert. Durch Politur werden einzelne Füllkörper freigelegt, was zu einer erhöht hydro-
philen Oberfläche führt. Es wäre daher naheliegend, dass es durch Silanisierung der Füllkör-
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per zu einer hydrophoberen Oberfläche kommt, wodurch man eine vermehrte Adhäsion ver-
muten kann. In der vorliegenden Untersuchung ist allerdings eine tendenziell höhere Anlage-
rung an den Materialien mit nicht silanisierten Füllkörpern zu beobachten (Abb. 6.15 und 
6.16), im Vergleich zu silanisierten Füllkörpern (Abb. 6.17 und 6.18). Diese tendenziell er-
höhte Adhäsion an nicht silanisierten Füllkörpern zeigt sich sowohl bei den Bedingungen oh-
ne als auch mit Pellikel. Bei Betrachtung aller 13 Materialien lässt sich diese Tendenz eben-
falls feststellen. Die höchsten Anlagerungswerte bei allen vier Versuchen findet man bei Ox 
50 0% bzw. 1% BHT und K6 nicht silanisiert 1% BHT, die nicht silanisierte Füllkörper ent-





/g), die sich jedoch in deren Silanisierung unterscheiden. So kann man für den 
Kunststoff Ox 50 0% bzw. 1% BHT (nicht silanisierte Füllkörper), im Vergleich zu R709 0% 
bzw. 1% BHT (silanisierte Füllkörper), in allen vier Versuchsbedingungen signifikant höhere 
Werte der bakteriellen Anlagerung feststellen. Auch für den Vergleich von Ox 50 0% bzw. 
1% BHT mit DT4 0% bzw. 1% BHT, der deutlich feinere und silanisierte SiO2-Füllkörpern 
(150 m
2
/g) enthält, zeigt sich diese Tendenz. 
Die vorliegenden Ergebnisse lassen keine homogenisierende Wirkung des Pellikels feststel-
len, wie es in vielen Studien beschrieben ist [HAHNEL et al., 2009; ICHIKAWA et al., 1998; 
JENDRESEN et al., 1980; MORGE et al., 1989; SATOU et al., 1991; TANNER et al., 2000]. 
Dies legt die Vermutung nahe, dass die Adhäsion mit anderen spezifischen Eigenschaften der 
Füllkörper in Verbindung steht und nicht mit dem hydrophoben Charakter des Silans. 
 
  
Abbildung 6.15: Hohe Anlagerung von S. sanguinis 
ohne Pellikel an K6 nicht silanisiert 1% BHT (3800x) 
 
Abbildung 6.16: Hohe Anlagerung von S. sanguinis 





Abbildung 6.17: Niedrige Anlagerung von S. mutans 
mit Pellikel an K6 silanisiert 1% BHT (3800x) 
Abbildung 6.18: Niedrige Anlagerung von S. sangui-
nis mit Pellikel an K6 silanisiert 1% BHT (1740x) 
 
6.3.4 Auswirkungen von BHT-Zusatz 
 
Der Inhibitor BHT ist ein gängiger Zusatz in Kompositmaterialien zur Verhinderung einer 
vorzeitigen Polymerisation [FERRACANE, 1995; PHILLIPS, 1991; SPAHL et al., 1998]. 
Der hydrophobe Charakter von BHT lässt vermuten, dass die hydrophoben Eigenschaften des 
Kunststoffs verstärkt werden. Die Zunahme der Hydrophobität der Oberfläche führt zu einer 
erleichterten Adhäsion von hydrophoben Bakterien [AN et al., 1998; MORGAN et al., 2001; 
QUIRYNEN et al., 1995], wie die in dieser Untersuchung verwendeten Keime S. mutans und 
S. sanguinis [COURTNEY et al., 2009]. Dies könnte die gefundene, tendenziell höhere bakte-
rielle Adhäsion an Materialien mit Zusatz von 1% BHT erklären (Abb. 6.19 - 6.22). Entspre-
chende Unterschiede können bei allen vier Versuchsbedingungen beobachtet werden. Daher 
kann eine Homogenisierung der Oberflächeneigenschaften durch das Pellikel ausgeschlossen 
werden. Hierzu sind weitere Studien notwendig, um den Einfluss von BHT auf die Oberflä-
cheneigenschaften näher zu beleuchten. Auch wäre es interessant zu untersuchen, wie die 
vermehrte Adhäsion der beiden Testkeime bei Zusatz von BHT zu erklären ist, ob dies auf-






Abbildung 6.19: Hohe Anlagerung von S. mutans mit 
Pellikel an DT4 1% BHT (3800x) 
 
Abbildung 6.20: Hohe Anlagerung von S. sanguinis 
ohne Pellikel an GK 0,7 UF silanisiert 1% BHT 
(1740x) 
  
Abbildung 6.21: Niedrige Anlagerung von S. sangui-
nis mit Pellikel an K6 nicht silanisiert 0% BHT 
(1740x) 
Abbildung 6.22: Niedrige Anlagerung von S. mutans 
ohne Pellikel an R709 0% BHT (3800x) 
 
6.3.5 Vergleich von Streptococcus mutans und Streptococcus sanguinis 
 
Nach dem thermodynamischen Gesetz binden Bakterien mit hohen freien Oberflächenener-
gien bevorzugt an Oberflächen mit ebenfalls hohen freien Oberflächenenergien [ELIADES et 
al., 1995; QUIRYNEN et al., 1995]. S. mutans bindet spezifisch an Muzine aus dem Speichel 
[GE et al., 2004], wohingegen S. sanguinis spezifisch mit α-Amylase interagiert 
[SCANNAPIECO et al., 1995; WHITTAKER et al., 1996]. Bei konventionellen Kompositen 
können ähnliche Adhäsionswerte für die Anlagerung von S. mutans und S. sanguinis ohne 
Pellikel gefunden werden [BÜRGERS et al., 2009]. In der durchgeführten Untersuchung zeigt 
sich jedoch eine tendenziell höhere Anlagerung von S. sanguinis, verglichen mit S. mutans 




Abbildung 6.23: Hohe Anlagerung von S. sanguinis 
ohne Pellikel an Ox 50 0% BHT (1740x) 
 
Abbildung 6.24: Hohe Anlagerung von S. sanguinis 
mit Pellikel an K6 nicht silanisiert 1% BHT (3800x) 
 
  
Abbildung 6.25: Niedrige Anlagerung von S. mutans 
ohne Pellikel an R709 0% BHT (3800x) 
Abbildung 6.26: Niedrige Anlagerung von S. mutans 
mit Pellikel an K6 silanisiert 0% BHT (1740x) 
 
Dies lässt sich für die Anlagerung ohne Pellikel bei allen 13 Materialien beobachten. Bei An-
lagerung mit Pellikel lässt sich keine Tendenz zu einem der beiden Testkeime feststellen. Es 
zeigt sich hier eine erhöhte Adhäsion von S. sanguinis für fünf Materialien, für die restlichen 
acht Kunststoffe findet man ein höheres Anlagerungsniveau von S. mutans. Da S. sanguinis 
einer der ersten und bedeutendsten Frühbesiedler ist [BECKER et al., 2002; LI et al., 2004; 
MARCHANT et al., 2001; ROSAN et al., 2000], könnte dies die erhöhte Adhäsion im Ver-
gleich zu S. mutans, vor allem in der Versuchsbedingung ohne Pellikel erklären. Dies würde 
bedeuten, dass S. sanguinis stärker mit dem Material interagiert als S. mutans. In vivo Unter-
suchungen ergaben, dass S. mutans weniger als zwei Prozent der gesamten Streptokokken der 
initialen Plaque ausmacht [NYVAD et al., 1990]. In der Versuchsbedingung mit Pellikel 
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könnte eine verstärkte Interaktion von S. mutans mit Proteinen des Kunstspeichels die, im 
Vergleich zur Anlagerung ohne Pellikel, vermehrte Adhäsion erklären. 
 
6.3.6 Auswirkungen des Pellikels auf die bakterielle Adhäsion 
 
Restaurative Oberflächen in der Mundhöhle sind innerhalb weniger Minuten mit einem Pelli-
kel bedeckt [HANNIG, 1999; VACCA-SMITH et al., 2000]. Daher wurde in dieser Untersu-
chung dessen Auswirkung auf die bakterielle Adhäsion untersucht. Es besteht bisher jedoch 
keine Einigkeit, ob das Vorhandensein eines Pellikels die Adhäsion von Mikroorganismen 
reduziert oder verstärkt [AN et al., 1998; TEUGHELS et al., 2006]. Einige Studienergebnisse 
sprechen dafür, dass ein Pellikel die bakterielle Adhäsion beeinträchtigt, was z. B. auf die 
Nivellierung der ursprünglich unterschiedlichen freien Oberflächenenergien zurückzuführen 
ist [HAHNEL et al., 2009; ICHIKAWA et al., 1998; JENDRESEN et al., 1980; MORGE et 
al., 1989; SATOU et al., 1991; TANNER et al., 2000]. Bei diesen Studien muss jedoch be-
rücksichtigt werden, dass entweder experimentelle Materialien bzw. Materialien mit stark 
unterschiedlichen physikalisch-chemischen Oberflächeneigenschaften verwendet worden sind 
[HAHNEL et al., 2008]. Bei Vergleich von Materialien mit Oberflächeneigenschaften, die auf 
einem ähnlichen Niveau liegen, kann kein homogenisierender Effekt des Pellikels festgestellt 
werden [HAHNEL et al., 2008]. Dieses Ergebnis zeigt sich auch in der vorliegenden Untersu-
chung, in der man keinen homogenisierenden Effekt beobachten kann, da auch nach Pellikel-
bildung deutliche Unterschiede in der Adhäsion von Bakterien festzustellen sind. Ahn et al.. 
zeigten, dass es durch die Bildung eines Pellikels zum Abfall der freien Oberflächenenergie 
kommt, was die unspezifische Bindung von S. mutans beeinträchtigt [AHN et al., 2005]. In 
anderen Studien wurde eine erleichtere Adhäsion von S. mutans an Hydroxylapatit in Gegen-
wart eines Pellikels gefunden [GIBBONS et al., 1986; LILJEMARK et al., 1986]. Einige Stu-
dien weisen auf deutliche Unterschiede des in vitro gebildeten Pellikels und des in vivo gebil-
deten Pellikels hin. Diese zeigen sich in der Konsistenz, Zusammensetzung und der Enzymak-
tivität [CARLÉN et al., 1998; LINDH et al., 2002; YAO et al., 2001; YAO et al., 2003]. Ur-
sache hierfür könnte die intraorale Reifung des Biofilms durch Proteasen und Transglutami-
nasen sein [BRADWAY et al., 1992; HANNIG et al., 2005; HANNIG et al., 2008; YAO et 
al., 1999; YAO et al., 2000]. Speichelbestandteile adsorbieren nicht im gleichen Umfang auf 
hydrophilen und hydrophoben Oberflächen. So zeigt sich eine höhere Adsorption auf hydro-
phoben Oberflächen [CHRISTERSSON et al., 2000]. In dieser Untersuchung wird die Bil-
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dung eines Pellikel simuliert, indem ein künstlicher Speichel, der Muzin, Lysozym, α-
Amylase und Albumin enthält, verwendet wird. Es ist bekannt, dass S. mutans spezifisch an 
Muzine aus dem Speichel bindet [GE et al., 2004] und S. sanguinis mit α-Amylase interagiert 
[SCANNAPIECO et al., 1995; WHITTAKER et al., 1996]. Lysozym konnte eine inhibieren-
de Wirkung auf die bakterielle Adhäsion an Zahnoberflächen nachgewiesen werden. Diese 
Wirkung ist jedoch abhängig vom Bakterienstamm, wobei für S. mutans kein Einfluss beo-
bachtet werden kann [LUMIKARI et al., 1991; TENOVUO, 2002]. Generell sind Streptokok-
ken in der Lage, der antimikrobiellen Wirkung des Speichels standzuhalten [IACONO et al., 
1980]. Auch wenn der verwendete künstliche Speichel kein vollständig der Realität entspre-
chender Ersatz für den menschlichen Speichel ist, simuliert er ihn jedoch bezüglich der Aus-
bildung einer Proteinschicht auf der Probenoberfläche [SATOU et al., 1991]. Im menschli-
chen Speichel finden sich allerdings mehr Proteine, die auf verschiedenen Materialien unter-
schiedliche Adsorptionsmuster zeigen. Streptokokken interagieren spezifisch mit einer Viel-
zahl an Proteinen, was in vivo eine veränderte Adhäsion als in vitro zeigen könnte [ROSEN-
TRITT et al., 2008]. Dabei bewirkt das Pellikel in dieser Untersuchung eine erhöhte mediane 
Adhäsion von Bakterien, sowohl bei der Anlagerung von S. mutans als auch von S. sanguinis 
(Abb. 6.27 bis 6.32). Diese Unterschiede weisen in 65% der Fälle statistische Signifikanz auf. 
Für S. sanguinis konnte Gibbons ebenfalls eine höhere Anlagerung bei Anwesenheit eines 
experimentell gebildeten Pellikels zeigen [GIBBONS, 1989]. Satou et al.. beobachteten je-
doch eine signifikant erniedrigte Adhäsion von S. sanguinis bei Anlagerung mit Pellikel 
[SATOU et al., 1991]. S. mutans zeigt im Gegensatz zu den Ergebnissen dieser Untersuchung 
in zahlreichen Studien niedrigere Adhäsionswerte in Anwesenheit eines Pellikels [AHN et al., 
2005; HAHNEL et al., 2009; SATOU et al., 1991; TANNER et al., 2000; WEERKAMP et 
al., 1988]. Die erhöhte Adhäsion bei vorhandenem Pellikel könnte durch verstärkte Interakti-






Abbildung 6.27: Niedrige Anlagerung von S. mutans 
ohne Pellikel an R709 0% BHT (3800x) 
Abbildung 6.28: Niedrige Anlagerung von S. mutans 
ohne Pellikel an der Grundmasse (1740x) 
  
Abbildung 6.29: Niedrige Anlagerung von S. sangui-
nis ohne Pellikel an DT4 0% BHT (3800x) 
Abbildung 6.30: Hohe Anlagerung von S. mutans mit 
Pellikel an GK 0,7 UF silanisiert 1% BHT (3800x) 
  
Abbildung 6.31: Hohe Anlagerung von S. sanguinis 
mit Pellikel an Ox 50 0% BHT (1740x) 
Abbildung 6.32: Hohe Anlagerung von S. sanguinis 






Thema der vorliegenden Studie war die Untersuchung der Einflüsse von Füllkörpern in Kom-
positmaterialien auf die initiale bakterielle Adhäsion. Als Testkeime wurden die Mikroorga-
nismen S. mutans und S. sanguinis verwendet. Zusätzlich wurde der Einfluss des Pellikels, 
des Inhibitors BHT und der Silanisierung der Füllköper auf die initiale Adhäsion untersucht. 
Die Adhäsion der beiden Testkeime S. mutans und S. sanguinis wurde ebenfalls miteinander 
verglichen. Bei den 13 getesteten Materialien handelte es sich um experimentelle Werkstoffe, 
basierend auf derselben Grundmatrix. Ein Kunststoff beinhaltete keine Füllkörper (Grund-
masse), die restlichen zwölf Kunststoffe zeigten eine Füllkörperkonzentration von 30     
Gew.-%. Es wurden verschiedene Füllkörpermaterialien (SiO2, Ba-Al-B-Silikat) mit ver-
schiedenen spezifischen Oberflächen (0,6 bis 150 m
2
/g) zugesetzt. Zwei Materialien (K6 0% 
BHT, K6 1% BHT) unterschieden sich jeweils in der Silanisierung (silanisiert bzw. nicht sila-
nisiert) der Füllkörper. Für sechs Materialien (Ox 50, R709, DT4, GK 0,7 UF silanisiert, K6 
silanisiert, K6 nicht silanisiert) fand man jeweils einen Unterschied in der Menge des Inhibi-
tors BHT (0% bzw. 1%). Durch Politur der Proben unter einen Wert von 0,2 µm wurde der 
Einfluss der Oberflächenrauigkeit ausgeschlossen. Insgesamt wurden vier Anlagerungsversu-
che durchgeführt (S. mutans ohne Pellikel, S. mutans mit Pellikel, S. sanguinis ohne Pellikel, 
S. sanguinis mit Pellikel). Die Proben wurden mit einer Bakteriensuspension der optischen 
Dichte 0,3 und dem Farbstoff Resazurin für 2,5 h bei 37° C inkubiert. Anschließend wurde 
über Fluoreszenzmessung die Menge lebender Zellen bestimmt. Bei den Versuchsbedingun-
gen mit Pellikel erfolgte im Vorfeld eine Inkubation (2 h/37° C) der Proben mit künstlichem 
Speichel (Proteinlösung).  
In der Untersuchung findet sich kein Einfluss, sowohl des Materials als auch der spezifischen 
Oberfläche der Füllkörper auf die bakterielle Adhäsion. Hingegen zeigen Materialien mit 
nicht silanisierten Füllkörpern eine tendenziell vermehrte Anlagerung von Bakterien, vergli-
chen mit silanisierten Füllkörpern. Ebenso kann man bei Zusatz von 1% des Inhibitors BHT 
eine tendenziell höhere Adhäsion, im Vergleich zu Materialien ohne BHT beobachten. Im 
Vergleich der beiden Testkeime, zeigt sich in der Versuchsbedingung ohne Pellikel eine ten-
denziell höhere Adhäsion von S. sanguinis, verglichen mit S. mutans. Bei Anlagerung mit 
vorhandenem Pellikel kann man diese Tendenz nicht beobachten. Die Bildung eines Pellikels 
führt, sowohl für S. mutans als auch für S. sanguinis, zu einer höheren bakteriellen Adhäsion 
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auf allen 13 getesteten Materialien, im Vergleich zur Anlagerung ohne Pellikel. Ein homoge-
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